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La frase mas excitante que se puede oir en ciencia, la que anuncia nuevos 















En los últimos años se ha identificado a la serotonina como un regulador crítico de la 
masa ósea, regulando tanto directa como indirectamente la actividad de las células 
responsables del proceso de remodelación ósea, osteoclastos y osteoblastos. El presente 
trabajo muestra que las MSCs aisladas de la médula ósea humana, células precursoras de 
osteoblastos, adipocitos y condroblastos, expresan un sistema para sintetizar (Tph-1), 
transportar (5-HTT) y responder (receptores de 5-HT) a serotonina, e indica que la serotonina 
estimula la diferenciación adipocítica de estas células. El análisis de los posibles mecanismos 
moleculares implicados en la señalización serotonérgica en las hMSCs indica una activación 
de 5-HT2 → NADP(H)oxidasa → ERK1/2 → c-Fos, así como una activación de los factores 
FoxO. La señalización ROS/FoxO en las células de la médula ósea cumple un papel 
fundamental en el desarrollo de osteoporosis durante el envejecimiento y tras la menopausia. 
Los análisis realizados muestran que la respuesta de las hMSCs a serotonina es dependiente 
de la concentración de estrógenos: altas concentraciones de estradiol regulan negativamente 
el efecto proadipogénico de la serotonina en los cultivos de hMSCs y existe una acción 
sinérgica de ambas hormonas para estimular la proliferación de estas células. Nuestros 
resultados encajan con el nuevo papel descrito para la serotonina como regulador clave de 
los metabolismos óseo y energético a través de sus acciones, tanto centrales como 
perífericas, sobre el tejido adiposo productor de leptina y las células de la médula ósea 
responsables de la formación/resorción de la masa ósea (remodelación ósea) y la liberación 




















In recent years serotonin has been identified as a critical regulator of bone mass, both 
directly and indirectly regulating the activity of the cells responsible for bone remodeling 
process, osteoclasts and osteoblasts. The present work shows that MSCs isolated from 
human bone marrow, precursors cells for osteoblast, adipocytes and chondroblasts, express a 
system to serotonin synthesis (Tph-1), transport (5-HTT) and signaling (5-HT receptors), and 
indicates that serotonin stimulates adipocyte differentiation of hMSCs. The analysis of the 
potential molecular mechanisms underlying serotonergic signaling in hMSCs indicates an 
activation of 5-HT2 → NADP(H)oxidasa → ERK1/2 → c-Fos and FoxO factors. ROS / FoxO 
signaling in bone marrow cells plays a critical role in the development of osteoporosis in aging 
and after menopause. Our findings show that the response of hMSCs to serotonin is 
dependent upon the estrogens concentration: high estradiol concentrations downregulates the 
adipogenic effect of serotonin in cultured hMSCs and exists a synergistic action of both 
hormones to stimulate proliferation of these cells. Our results match the new role for serotonin 
as a key regulator of bone and energy metabolism through its actions, both central and 
peripheral, on adipose tissue and bone marrow cells responsible for the formation/resorption 
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2D: dos dimensiones 
5-HIAA: ácido 5-hidroxindolacético (5-hydroxyindoleacetic acid) 
5-HT: 5-hidroxitriptamina (5-hydroxytryptamine) 
5-HTP: 5-hidroxitriptófano (5-hydroxytryptophan) 
5-HTT: transportador de 5-hidroxitriptamina (5-hydroxytryptamine transporter) 
AC: adenilato ciclasa (adenylate cyclase) 
ADN: ácido desoxiribonucleico  
Adrβ2: receptor adrenérgico β-2 (β-2 adrenergic receptor) 
AF: function de activación (activation function) 
AIM: medio de inducción adipogénica (adipogenic induction medium) 
AMPc: adenosine monofosfato cíclico  
AP-1: proteína activadora 1 (activator protein 1) 
aP2: proteína de unión a lípidos del adipocito (adipocyte lipid-binding protein) 
APC: (adenomatous polyposis coli) 
ARNm: ácido ribonucleico mensajero 
BMP-2: proteína morfogenética de hueso 2 (bone morphogenetic protein 2) 
BSA: albúmina de suero bovino (bovine serum albumine) 
Cbfa1: factor de union core a1 (core-binding factor alpha 1) 
C/EBP: proteína de union al enhancer CCAAT (CCAAT enhancer binding protein) 
CFU-f: unidad fibroblastoide formadora de colonias (colony-forming unit fibroblast) 
CYP19: familia 19 del citocromo P450 (cytochrome P450, family 19) 
DAG: diacil-glicerol  
DCF: 2',7'-diclofluoresceína (2',7'-dichlorofluorescin) 
DCFDA: 2',7'-diclofluoresceína diactetato (2',7'-dichlorofluorescein diacetate) 
Dex: dexametasona  
DMEM: medio Eagle modificado por Dulbecco (Dulbecco's modiﬁed Eagle's medium) 
DPI: (diphenyleneiodonium) 
E2: 17-β estradiol 
EGF: factor de crecimiento endotelial (endothelial growth factor) 
EGFR: receptor del factor de crecimiento endotelial (endothelial growth factor receptor) 
ER: receptor de estrógenos (estrogen receptor) 
ERE: element de respuesta a estrógenos (estrogen responsive element) 
ERK: quinasa regulada por señales extracelulares (extracellular regulated kinase) 
FACS: separador celular activado por fluorescencia (fluorescence activated cell sorting) 
FBS: suero fetal bovino (fetal bovine serum) 
FBJ: Finkel, Biskis y Jinkins 
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FOS: oncogen del osteosarcoma de FBJ (FBJ osteosarcoma oncogene) 
FoxO: forkhead box O) 
GDP: guanosina 5'-difosfato  
GLUT-4: transportador de glucose 4 (glucose transporter 4) 
GPCR: receptor acoplado a proteínas G (G protein-coupled receptor) 
GPR30: receptor acoplado a proteínas G 30 (G protein-coupled receptor 30) 
GR: receptor de glucocorticoides (glucocorticoid receptor) 
GSK-3β: glucógeno sintasa quinasa-3β (glycogen synthase kinase-3β) 
GTP: guanosina 5'-trifosfato  
HG: alta glucosa (high glucose) 
HIF-1a: factor inducible por hipoxia 1a (hypoxia-inducible factor 1a) 
hMSC: célula madre mesenquimal humana (human mesenchymal stem cell) 
HRP: peroxidasa de rábano (horseradish peroxidase) 
HSC: célula madre hematopoyética (hematopoietic stem cell)  
IBMX: 3-isobutil-1-metilxantina  
IGF-1: factor de crecimiento similar a la insulina 1 (insulin-like growht factor 1) 
IL-1, IL-6: interleuquinas 1 y 6 (interleukins 1 and 6) 
IP3: inositol 1,4,5-trifosfato (inositol 1,4,5-trisphosphate) 
ITS: insulin, transferrina y selenio  
JAK: quinasa Janus (Janus kinase) 
JNK: quinasa de Jun amino-terminal (Jun amino-terminal kinase) 
KLF: factor tipo Krüppel (Krüppel-like factor) 
Lef: factor de unión al potenciados linfoide(lymphoid enhancer-binding factor) 
LG: baja glucose (low glucose) 
LPL: lipoproteína lipasa (lipoprotein lipase) 
Lrp5: proteína 5 relacionada con el receptor de las lipoproteínas de baja densidad (low density 
lipoprotein receptor-related protein 5) 
MAO: oxidasa de monoamines (monoamine oxidase) 
MAPK: quinasa activada por mitógenos (mitogen-activated protein kinase) 
MSC: célula madre mesenquimal (mesenchymal stem cell) 
MTT: bromuro de 3-(4,5-dimetiltiazol-2-il)-2,5-difeniltetrazolio  
NAC: N-acetil cisteína 
NAD(P)H: nicotinamida adenina dinucleótido fosfato en su forma reducida 
NF-ĸB: factor nuclear potenciador de las cadenas ligeras kappa de las células B activadas 
(nuclear factor kappa-light-chain-enhancer of activated B cells) 
NLK: quinasa similar a Nemo (Nemo-like kinase) 
Nox4: NAD(P)H oxidasa 4 
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OIM: medio de inducción osteogénica (osteogenic induction medium) 
ORO: (Oil Red O) 
PASMC: célula de musculo liso de la arteria pulmonar (pulmonary artery smooth muscle cell) 
PBS: tampón fosfato salino (phosphate-buffered saline) 
PCPA: p-clorofenilalanina (p-chlorophenylalanine) 
PDGF: factor de crecimiento derivado de las plaquetas (platelets-derived growht factor) 
PI3K: fosfatidilinositol 3-quinasa (phosphoinositide 3-kinase) 
PLC: fosfolipasa C (phospholipase C) 
pNPP: p-nitrofenilfosfato (p-nitrophenyl phosphate) 
PPARγ2: receptor activado por proliferador de peroxisoma γ2 (peroxisome proliferator-
activated receptor γ2) 
RANK: receptor activador de NFκB (Receptor Activator of Nuclear Factor κB) 
RANKL: ligando de RANK (RANK ligand) 
ROS: especies reactivas de oxígeno (oxigen reactive species) 
RUNX-2: factor de transcripción relacionado con Runt 2 (Runt-related transcription factor 2) 
sFRP1: proteína secretada relacionada con Frizzled 1 (secreted Frizzled-related protein 1) 
SGA: segunda generación de antipsicóticos 
SNC: sistema nervioso central 
Sod-3: superóxido dismutase 3 (superoxide dismutase 3) 
SREBP: proteína de unión al elemento regulador de esteroles (sterol regulatory element-
binding protein) 
SSAO: oxidasa de aminas sensible a semicarbazida (semicarbazide-sensitive amine oxidase) 
SSRI: inhibidor específico de la recptación de serotonina (selective serotonin reuptake 
inhibitor) 
STAT: transductor de señal y activador de la transcripción (signal transducer and activator of 
transcription) 
TAD: dominio de activación de la transcripción (transcription activation domain) 
TBS: tampon Tris salino (Tris buffered-saline) 
Tcf: factor de células T (T-cell factor) 
TNFα: factor de necrosis tumoral α (tumor necrosis factor α) 
TPH: triptófano hidroxilasa (tryptophan hydroxylase) 
VMH: hipotálamo ventromedial (ventromedial hypothalamus) 















1. Células madre mesenquimales (MSCs) 
 
El interior de los huesos del esqueleto axial y apendicular (huesos largos, vértebras, 
costillas, esternón, huesos del cráneo, cintura escapular y pelvis) da protección a la médula 
ósea, tejido esponjoso que alberga células precursoras multipotentes esenciales para el 
organismo. Además de ser la principal fuente de células madre hematopoyéticas (HSCs, 
hematopoyetic stem cell), cuyo papel es la renovación de las células sanguíneas, contiene 
células madre mesenquimales (MSCs, Mesenchymal Stem Cells), una población de células 
capaces de diferenciarse en múltiples linajes mesodérmicos como osteoblastos, adipocitos, 
condrocitos y fibroblastos (Pittenger et al., 1999), y aunque todavía motivo de controversia, en 
otros tipos celulares no mesodérmicos como células neuronales o hepatocitos (Chen et al., 
2006; Snykers et al., 2009; Wislet-Gendebien et al., 2005).  
 
En 2006 la Internacional Society for Cell Therapy propuso el siguiente criterio para la 
identificación mínima de MSCs humanas (Dominici et al., 2006): adherencia al plástico en 
condiciones de cultivo estándar, fenotipo celular por análisis FACS (CD73+, CD90+, CD105+, 
CD34-, HLA-DR-, CD14- o CD11b-, CD79a- o CD19-) y capacidad de diferenciación in vitro en 
osteoblastos, condrocitos y adipocitos. Sin embargo, algunos de estos criterios no han sido 
enteramente validados, ni entre especies ni dentro de una misma especie (Peister et al., 
2004; Sung et al., 2008), y resultan demasiado dependientes de las condiciones de cultivo 
durante la expansión de las poblaciones de MSCs, por lo que resultan difícilmente 
extrapolables a las células nativas. La actual categorización de estas células es la de células 
madre mesenquimales (MSCs) como propuso A. Caplan (Caplan, 1991) debido a su 
capacidad de diferenciarse en células de linajes mesenquimales, o células estromales de la 
médula, debido a que pertenecen al estroma que soporta físicamente el nicho de las HSCs 
(Devine and Hoffman, 2000; Wilson and Trumpp, 2006). Esto ha llevado a proponer que el 
término “células estromales mesenquimales multipotentes” sea adoptado en lugar de “células 
madre mesenquimales” (Bianco et al., 2008; Horwitz et al., 2005). Sin embargo, el término 
más utilizado sigue siendo el de MSCs, por lo que en el presente trabajo nos referimos a ellas 
con este nombre.  
 
 
1.1. Variabilidad fenotípica de los cultivos de MSCs en función de su origen 
 
Las MSCs han sido aisladas de diferentes especies (Friedenstein et al., 1970) 
incluidos humanos (Bruno et al., 2009; Castro-Malaspina et al., 1980; Haynesworth et al., 




además de la médula ósea, como sangre periférica (Zvaifler et al., 2000), sangre de cordón 
umbilical (Erices et al., 2000), gelatina de Wharton umbilical (Sarugaser et al., 2005), tejido 
adiposo (Zuk et al., 2002), fluido amniótico (In 't Anker et al., 2003), hueso compacto (Guo et 
al., 2006), periostio (De Bari et al., 2001a; De Bari et al., 2006; Nakahara et al., 1991), 
membrana sinovial (De Bari et al., 2001b; De Bari et al., 2003) y fluido sinovial (Jones et al., 
2004), cartílago articular (Dowthwaite et al., 2004) y distintos tejidos fetales (Campagnoli et 
al., 2001; Miao et al., 2006). Las células derivadas de estos diferentes tejidos muestran una 
heterogeneidad fenotípica y diferentes capacidades de crecimiento, pero también muestran 
similitudes, como el potencial para diferenciarse en los linajes mesenquimales clásicos y la 
expresión de marcadores de superficie comunes (Baksh et al., 2007). Sin embargo, cada vez 
hay más evidencias de que existen importantes diferencias en la biología de las MSCs que 
son dependientes del tejido de origen, el cual parece ser la principal fuente de variación en las 
propiedades de estas células (De Bari et al., 2008). Como un ejemplo de estas diferencias, 
las MSCs de biopsias de tejido sinovial son más efectivas en reparar defectos en el cartílago 
de conejos que las MSCs de la médula ósea, músculo o grasa (Koga et al., 2008). Además, 
nuevamente debemos tener en cuenta la naturaleza dinámica de los cultivos de MSCs, que 
conlleva que MSCs aisladas y expandidas bajo condiciones de cultivo diferentes difieran 
dramáticamente en sus propiedades, y por tanto, probablemente también en sus potenciales 
terapéuticos. La resultante variabilidad de estos cultivos ha limitado la estandarización de 
estrategias de reparación ósea basadas en MSCs, por lo que existe una necesidad clínica de 
ensayos que garanticen el potencial de diferenciación de las preparaciones de MSCs (De Bari 
and Dell'accio, 2007). 
 
 
1.2. MSCs y reparación de tejidos 
 
La capacidad de las MSCs para expandirse en cultivo y diferenciarse en múltiples 
fenotipos celulares ha suscitado un gran interés sobre su potencial utilidad como agentes 
terapéuticos para la reparación de tejidos. La primera idea al respecto sugería una reparación 
por MSCs mediante injerto y diferenciación en el tejido dañado (Caplan, 1991; Prockop, 
1997). Esta hipótesis inicial se apoyó en observaciones en animales de experimentación, en 
las que se describe como las MSCs anidan en los tejidos afectados y parecen diferenciarse y 
reemplazar las células apoptóticas o necróticas. Esto es particularmente evidente en 
crecimientos rápidos como neonatos, embriones, fetos y en animales adultos con tejidos muy 
dañados (Kopen et al., 1999; Munoz-Elias et al., 2004; Pereira et al., 1998; Pochampally et 




Sin embargo, parece que en muchas situaciones las MSCs inducen reparación y mejora 
funcional de los tejidos dañados sin un significativo anidamiento y diferenciación en ellos (Iso 
et al., 2007; Ortiz et al., 2007; Tonel F., 2007). Esta acción es compatible con una reparación 
de tejidos por MSCs a través de secreciones paracrinas y/o contactos célula-célula. Esta 
posibilidad ya fue presagiada hace años al demostrarse la capacidad de los cultivos 
confluentes de MSCs para servir como capas nutricias para las HSCs (Eaves et al., 1991). Se 
ha demostrado que las MSCs en cultivo secretan un gran número de citoquinas y 
quimioquinas, entre otros factores (Caplan and Dennis, 2006; Prockop, 1997). Ahora tenemos 
evidencias de que aunque las MSCs pueden contribuir a la reparación de tejidos en algunas 
circunstancias mediante diferenciación, en distintos modelos animales y algunos pacientes se 
observan mejoras funcionales mediante una aparición transitoria de las células en el tejido 
dañado (Uccelli et al., 2008b) (Delgado MJ., tesis doctoral UAM 2010). En este punto es 
importante destacar que las MSCs deben responder al microambiente particular generado por 
el tejido dañado, secretando factores que parecen estar específicamente adaptados a las 
necesidades inmediatas del tejido. Esta respuesta de las MSCs a distintos microambientes 
está ampliamente ilustrada en la literatura sobre el papel de estas células como inhibidores de 
la respuesta inmune (Nauta and Fibbe, 2007; Uccelli et al., 2008a). Además, las MSCs 
residen en el nicho vascular de la mayoría de los tejidos adultos, donde aparecen asociadas a 
los vasos sanguíneos (Caplan and Correa; Crisan et al., 2008; Shi and Gronthos, 2003) (da 
Silva Meirelles et al., 2006). De hecho, se ha sugerido que los denominados pericitos podrían 
ser MSCs (Crisan et al., 2008). Las células endoteliales de los vasos y estas MSCs cuentan 
con un sistema de comunicación endocrina y paracrina que garantiza el suministro de 
oxígeno y nutrientes imprescindibles para la supervivencia celular durante la reparación del 
tejido (Grellier et al., 2009). Además, la formación de nuevas estructuras vasculares es un 
evento crucial tanto en el desarrollo y crecimiento del hueso como en la reparación tisular, y 
es un proceso estimulado por el conjunto de factores secretados por las MSCs. La posibilidad 
de que las MSCs residan en un nicho perivascular a lo largo del cuerpo aporta un escenario 
que favorece la capacidad de estas células para actuar sobre el tejido dañado, produciendo in 












2. Metabolismos óseo y energético 
 
Lejos de ser la estructura estática que aparenta, el tejido óseo que constituye el 
esqueleto de los vertebrados es un tejido sumamente dinámico. De hecho, es el único tejido 
que contiene un tipo celular específico, el osteoclasto, cuya función fundamental es resorber 
(destruir) el tejido en el que reside. Esta resorción ósea forma parte de una función fisiológica 
vital del hueso en adultos conocida remodelación ósea. La unidad remodeladora del hueso 
encargada de este proceso en los huesos largos y vertebras está constituida por otros dos 
tipos celulares, los osteoblastos que secretan nueva matriz ósea y los osteocitos 
(osteoblastos diferenciados) mecanotransductores. La remodelación ósea es un perfecto 
ejemplo de función homeostática, en la que se alternan fases de resorción y formación de 
nuevo hueso gracias a una precisa coordinación entre las actividades de osteoblastos y 
osteoclastos mediada por los factores reguladores presentes en la matriz extacelular del 
nicho óseo (Harada and Rodan, 2003; Rodan and Martin, 2000; Teitelbaum, 2000).  
 
Las tres funciones clásicas del hueso son la locomoción, la protección de órganos 
internos y la homeostasis de calcio y fósforo. La remodelación ósea asegura el mantenimiento 
de una excelente calidad ósea, garantizando las propiedades biomecánicas del esqueleto 
esenciales para la locomoción y la prevención y reparación de fracturas. Éste es un proceso 
que ocurre constante y simultáneamente en múltiples localizaciones a lo largo del cuerpo, lo 
que le convierte en una función fisiológica que requiere una gran cantidad de energía. 
Precisamente, la remodelación ósea y el metabolismo energético son dos procesos 
coordinados, lo que se aprecia en ciertos datos clínicos: la obesidad protege de la 
osteoporosis, un bajo índice de masa corporal incrementa la tasa de fracturas, los pacientes 
con hipogonadismo desarrollan osteoporosis. La leptina, citoquina secretada por los 
adipocitos en respuesta a la expansión de su almacén de triglicéridos, constituye la principal 
aferencia desde los depósitos periféricos de energía al SNC, donde regula distintas funciones 
como la capacidad reproductora, el apetito, el gasto energético y la masa ósea. Esta señal de 
leptina activa el sistema nervioso simpático en el hipotálamo, modulador eferente de los 
depósitos de energía, conduciendo así a un estímulo del gasto energético: se incrementa la 
captación y el metabolismo de glucosa en el músculo, la producción de glucosa en el hígado, 
la secreción de insulina en el páncreas, y la resorción en el hueso. Pero además de estas 
acciones centrales, la leptina periférica tiene efectos directos en el hueso, donde la respuesta 
a leptina consiste tanto en la inhibición de la actividad de osteoblastos como en la activación 
de la resorción osteoclástica a través de una mayor secreción de RANKL por los 
osteoblastos. De esta manera, el proceso de remodelación ósea es regulado en función del 







Recientemente se ha identificado al propio hueso como un órgano endocrino 
fundamental en la regulación del metabolismo energético (Karsenty and Ferron, 2012). El 
tejido óseo media dicha regulación a través de una molécula secretada específicamente por 
los osteoblastos, la osteocalcina, que es activada en la matriz ósea como consecuencia del 
pH ácido generado durante la resorción osteoclástica. La osteocalcina activada entra en la 
circulación y actúa estimulando tanto la secreción de insulina y la proliferación de células β en 
el páncreas, como la sensibilidad a insulina en músculo, hígado y tejido adiposo blanco 
(Aonuma et al., 2009; Fernandez-Real et al., 2009; Ferron et al.; Hwang et al., 2009; Im et al., 
2008; Kanazawa et al., 2009; Kindblom et al., 2009; Lee et al., 2007; Levinger et al.; Pittas et 
al., 2009; Rached et al.; Winhofer et al.; Yeap et al.). Por tanto, el proceso de remodelación 
ósea es un mecanismo integral del sistema que gobierna la regulación del metabolismo 
energético en los vertebrados.  
 
 
2.1. Adipocitos de la médula ósea 
 
Los adipocitos constituyen una parte integral de la médula ósea. Neumann fue el 
primero en describir su presencia en muestras de autopsias de médula, y propuso que los 
elementos hematopoyéticos dentro de la médula (médula roja) son reemplazados por grandes 




células amarillas durante el envejecimiento del esqueleto humano (Neumann, 1882). 
Posteriormente se reconoció a estas células como adipocitos y numerosos estudios 
mostraron la ausencia de grasa medular en distintos desórdenes hematopoyéticos, así como 
una aumentada adiposidad en la médula debida a químicos o radiación. Además se 
determinó que las mujeres osteoporóticas de edad avanzada tienen una abundante 
adiposidad en la médula, y que ésta está directamente relacionada con la edad y 
negativamente relacionada con el volumen de hueso trabecular (Meunier et al., 1971). Con 
estos datos, en humanos se ha considerado tradicionalmente a la grasa medular como un 
relleno para los huecos dejados por el hueso trabecular durante el envejecimiento o tras 
irradiación (Gimble, 1990; Gimble et al., 1996; Payne et al., 2007; Tavassoli, 1984).  
 
La principal función del tejido graso extramedular (grasa visceral y grasa subcutánea) 
es regular la homeostasis energética mediante el almacenaje (tejido adiposo blanco) y 
disipación (tejido adiposo marrón) de energía, así como mediante la secreción de hormonas 
circulantes encargadas de regular el metabolismo energético en otros órganos. En contraste 
con estos depósitos de grasa, la función de la grasa medular es prácticamente desconocida. 
Sin embargo, sabemos que este tejido tiene un fenotipo mixto de grasa blanca y marrón, pues 
su perfil de expresión génica indica que estos adipocitos poseen actividad tanto de 
almacenaje como de disipación de energía, además de actividad endocrina (Krings et al.; 
Shockley et al., 2009; Shockley et al., 2007). El análisis genético indica además que la 
respuesta de la grasa medular a factores ambientales y hormonales debe ser similar a la de 
otros depósitos de grasa (Shockley et al., 2009). Esta información ha llevado a sugerir un 
papel para estos adipocitos como moduladores del microambiente medular mediante la 
secreción de factores paracrinos y actuando como un reservorio energético localizado, dando 
soporte, entre otros, al proceso de remodelación ósea (Ducy; Gimble et al., 2006), que 
requiere un gran aporte energético. 
 
La adipogénesis de la médula ósea es un proceso postnatal; el número de adipocitos 
en la médula aumenta con la edad de manera que en el esqueleto apendicular de adultos la 
mayor parte del espacio de la médula está ocupado por grasa. Así, se ha descrito que el 
contenido adiposo de la médula aumenta desde el 40% a los 30 al 70% a los 100 años, 
mientras que el volumen óseo disminuye un 12% (Justasen J., 2001). Además del tejido óseo, 
el tejido hematopoyético es también reemplazado por grasa con la edad (Burkhardt et al., 
1987). De hecho, se ha sugerido un papel para los adipocitos como reguladores negativos del 
microambiente hematopoyético (Belaid-Choucair et al., 2008; Gimble, 1990; Naveiras et al., 
2009; Ookura et al., 2007) y las adipoquinas secretadas por ellos, como leptina y 




et al., 1997; Yokota et al., 2003; Yokota et al., 2002). Pero además del envejecimiento, otras 
condiciones como osteoporosis, inmovilización, microgravedad, menopausia (y ovariectomía) 
o diabetes, alteran la adipogénesis conduciendo a un incremento en el contenido adiposo de 
la médula asociado a una disminución en el volumen óseo (Belin de Chantemele et al., 2004; 
Burkhardt et al., 1987; Cohen et al.; Forsen et al., 1999; Glass et al., 2005; LeBlanc et al., 
2000; Meunier et al., 1971; Minaire et al., 1984; Wronski et al., 1986). Por tanto, existe una 
relación inversa entre la producción de adipocitos en la médula y la formación/mantenimiento 
de la masa ósea, aunque su causalidad y bases celulares y moleculares son desconocidas 




3. Adipogénesis vs. Osteoblastogenésis en MSCs. Mecanismos 
reguladores 
 
Los mecanismos reguladores del desarrollo de adipocitos y osteoblastos desde las 
MSCs dentro del entorno trabecular de la médula han sido extensamente estudiados en la 
última década. Se han identificado numerosos factores de transcripción y diversas rutas de 
señalización en las MSCs que regulan los estrechamente ligados procesos de adipogénesis y 






Se ha demostrado que los inductores de la diferenciación a lo largo de un linaje a menudo 
inhiben la diferenciación hacia el otro; por ejemplo, el factor de transcripción PPARγ2 
(peroxisome proliferator-activated receptor γ2), principal inductor de la adipogénesis, inhibe la 





osteoblastogénesis (Grey et al., 2007; Khan and Abu-Amer, 2003; Lecka-Czernik et al., 2002), 
mientras que los inductores de la diferenciación osteoblástica BMP2 (bone morphogenetic 
protein 2) y Wnt suprimen la función de PPARγ2 durante la osteoblastogénesis de las MSCs 
(Takada et al., 2007). 
 
La diferenciación de adipocitos tiene lugar vía una serie de eventos transcripcionales 
bien definidos que implican a varios factores de transcripción clave. Está demostrado el papel 
fundamental de las proteínas PPARγ y de varios miembros de la familia de C/EBPs 
(CCAAT/enhancer-binding proteins) en la regulación de la adipogénesis, así como la 
participación en este proceso de, entre otros, la vía Wnt, y los factores Kruppel (KLF), AP-1 y 
SREBP-1 (Lefterova and Lazar, 2009; White and Stephens). Estas proteínas, en su conjunto, 
son las responsables de regular la expresión de los genes implicados en el establecimiento 
del fenotipo celular del adipocito (Fig. 5) (Cartwright et al., 2007). En contraste con la 
diferenciación de preadipocitos a adipocitos maduros, la diferenciación de adipocitos desde 
las MSCs es bastante desconocida y aparentemente compleja.  
 
Igualmente, la diferenciación de 
MSCs en osteoblastos está 
dirigida por la acción de  otros 
factores de transcripción clave 
(Aubin., 2002). El factor de 
transcripción Cbfa1/Runx-2 es 
específico de osteoblasto y es 
imprescindible para la 
diferenciación de osteoblastos 
desde las MSCs, actuando en 
las fases tempranas. Otro factor 
de transcripción fundamental en 
la diferenciación osteoblástica 
es Osterix, un factor de 
transcripción también específico 
de osteoblasto que actúa en las etapa más tardías de la diferenciación, siendo también 













3.1. Señalización Wnt/β–catenina 
 
La importancia del sistema regulador Wnt/β-catenina para la biología ósea ha 
empezado a cobrar luz desde que dos observaciones clínicas mostraron un profundo impacto 
en el esqueleto de ciertas alteraciones en la señalización Wnt. Una mutación en el 
correceptor de Wnt Lrp5 que lleva a una señal constitutivamente activada resulta en una 
mayor masa ósea (Boyden et al., 2002; Little et al., 2002), mientras que una mutación 
dominante negativa en este mismo correceptor se asocia con un fenotipo de baja masa ósea 
(Gong et al., 2001). Otras investigaciones con distintas mutaciones que conducen a una 
alteración en la masa ósea han resultado en la identificación de esclerostetina (Balemans et 
al., 2001), dikkopf-1 (Tian et al., 2003) y sFRP1 (secreted frizzled-related protein 1) (Bodine et 
al., 2004), todas ellas moléculas que interfieren con la unión de Wnt. El mismo correceptor 
LRP5 se ha propuesto además como el principal regulador mecánico de la masa ósea 
(Sawakami et al., 2006). La mayoría de los efectos de estas moléculas pueden explicarse por 
su capacidad de regular la activación de β-catenina en localizaciones y secuencias 
temporales específicas, de manera que distintas mutaciones que amplifican o disminuyen la 
señalización β-catenina resultan en cambios en la masa ósea (Rubin J., 2010). Una de las 
acciones de β-catenina que ha de estar implicada en su control de la masa ósea es su papel 
determinante en la diferenciación de MSCs hacia osteoblasto o adipocito (Akune et al., 2004). 
Se ha descrito que Wnt reprime la adipogénesis en preadipocitos 3T3-L1 incrementando la 
concentración intracelular de β-catenina, lo que promueve además la entrada de estas células 
en el linaje osteoblástico (Kennell and MacDougald, 2005). Además, β-catenina es 
absolutamente requerida para esta regulación de la adipogénesis y la osteoblastogénesis por 
los ligandos Wnt, tanto en células 3T3-L1 (Cawthorn et al.) como en MSCs (Sen et al., 2008). 
Por tanto, los niveles de β-catenina accionable responden a la integración de múltiples 
señales del microambiente y representan un punto determinante en la entrada de MSCs en 
los linajes adipogénico u osteogénico. 
 
La proteína β-catenina puede encontrarse en dos locaciones celulares distintas, lo que 
determina su papel dual en la función celular. Un pool de β-catenina está asociado a la 
membrana plasmática mediante la unión a E-cadherina y α-catenina en las uniones 
adherentes. En esta localización β-catenina es un componente esencial de la unión, y se 
acumula aquí cuando no hay señales que activen su translocación nuclear (Cadigan and 
Peifer, 2009). Esta participación de β-catenina en la adhesión célula-célula contribuye al 
desarrollo de los vertebrados a través de la regulación de distintos procesos (Stepniak et al., 
2009), papel que está empezando a ser estudiado también en el desarrollo esquelético. 




estímulo apropiado, se transloca al núcleo e interacciona con los factores de transcripción 
Tcf/Lef (T-cell factor/lymphoid enhancer factor-1). La disponibilidad de β-catenina en el 
citoplasma es regulada por la destrucción de un complejo constituido por Axina, GSK-3β y 
APC. La fosforilación constitutiva de β-catenina por GSK-3β marca a β-catenina para su 
degradación en la ruta ubiquitina/proteosoma, limitando los niveles de β-catenina 
citoplasmática. Del mismo modo, la estabilización de β-catenina en el citoplasma, disponible 
para translocarse al núcleo, depende de la inhibición de la fosforilación de β-catenina por 
GSK-3β. En la señalización Wnt canónica, la unión del ligando Wnt a su receptor 
transmembrana frizzled y el correceptor LRP5/6 lleva a la disrupción del complejo de 
destrucción de β-catenina (MacDonald et al., 2009), acumulándose ésta en el citoplasma. No 
obstante, aunque la activación de β-catenina se ha asociado tradicionalmente con la 
señalización a través esta ruta canónica de Wnt, múltiples vías de señalización, como las 
activadas por insulina/IGF-1, TNFα o E2, regulan la disponibilidad de β-catenina. Por tanto, es 
importante determinar qué factores y rutas de señalización controlan la actividad de β-
catenina en las células óseas. 
 
 
3.2. Especies reactivas de oxígeno (ROS) y factores FoxO (forkhead boxO) 
 
Como exponíamos antes, el decline en la masa ósea acompañado de un incremento 
en la adiposidad medular es un marcador invariable del envejecimiento en humanos. Como 
en otros tejidos, el decline en la masa ósea relacionado con la edad está asociado a un 
incremento en el estrés oxidativo en el hueso (Almeida et al., 2007b; Jilka et al.). En 
concordancia, la administración de diferentes antioxidantes previene la pérdida ósea causada 
por ovariectomía en ratones (Almeida et al., 2007b; Jagger et al., 2005; Lean et al., 2003) y el 
incremento en la apoptosis de osteoblastos asociado a la edad (Jilka et al.). Además, tanto el 
número de osteoblastos como la formación ósea están disminuidos en ratones tratados con 
un inhibidor del antioxidante celular glutation (Jagger et al., 2005) y distintos modelos murinos 
de envejecimiento prematuro asociado con daño oxidativo presentan osteoporosis (de Boer et 
al., 2002; Tyner et al., 2002). Por otra parte, se ha demostrado que las ROS juegan un 
importante papel durante las primeras etapas de la diferenciación adipogénica, tanto en 
preadipocitos 3T3-L1 (Lee et al., 2009) como en MSCs (Kanda et al.), donde la eliminación de 
ROS o de la NAD(P)H oxidasa Nox4 resulta en una deficiente diferenciación adipogénica. Por 
tanto, las señales oxidativas en la médula parecen tener un papel fundamental en el cambio 





Por su conocido papel en la apoptosis, tradicionalmente se ha asumido que las ROS 
son subproductos dañinos de la vida aerobia que dañan proteínas, lípidos y ADN 
conduciendo a la muerte celular. Sin embargo, a niveles más bajos que aquellos que causan 
daño, las ROS son activamente producidas (y eliminadas) dentro de las células para dirigir 
cascadas de señalización que últimamente causan la oxidación reversible de proteínas en 
residuos de cisteína (Janssen-Heininger et al., 2008). Estas oxidaciones regulan ERK, JNK, 
p38, PI3K/AKT, p53, fosfatasas de tirosinas, proteasas, adaptadores moleculares y 
chaperonas, la vía de señalización Wnt/β-catenina, así como la actividad de distintos factores 
de transcripción incluidos NF-kB, AP-1, los receptores de glucocorticoides y estrógenos y HIF-
1a (Janssen-Heininger et al., 2008). Las principales fuentes intracelulares de ROS son los 
peroxisomas, las lipooxigenasas, el complejo NAD(P)H oxidasa y las reacciones de la cadena 
mitocondrial. Los electrones libres generados en las distintas reacciones son añadidos al 
oxígeno molecular generándose superóxido (O2-), peróxido de hidrógeno (H2O2) y el radical 
hidroxilo (OH-). De estas moléculas, el H2O2 tiene la mayor actividad oxidativa, la mayor 
estabilidad y la mayor concentración molar intracelular, y representa una señal crítica para los 
cambios en la expresión génica que conducen al envejecimiento y al desarrollo de 
enfermedades relacionadas con la edad (Giorgio et al., 2007; Huang and Manton, 2004; 
Mates and Sanchez-Jimenez, 1999).  
 
Los factores de transcripción FoxO representan una subclase de proteínas forkhead 
caracterizadas por la presencia de un dominio de unión al ADN llamada forkhead box. En 
mamíferos, esta subclase comprende cuatro miembros: FoxO1 (FKHR), FoxO3 (FKHRL1), 
FoxO4 (AFX) y FoxO6 (Greer and Brunet, 2005). La expresión de FoxO 1, 3, y 4 es ubicua y 
relativamente abundante en las células óseas. La expresión de FoxO6, sin embargo, está 
restringida al cerebro (Jacobs et al., 2003). Los factores FoxO son integradores principales de 
la señalización celular que traducen estímulos ambientales como cambios hormonales, 
inflamación y estrés oxidativo en respuestas de expresión génica que dirigen eventos 
celulares como la diferenciación y la apoptosis. El interés inicial en los FoxO surgió de la 
evidencia de que estos factores promueven la resistencia al estrés y extienden la longevidad 
en C.elegans y Drosophila (Arden, 2008; Puig and Mattila). Aunque el papel de los FoxO en la 
longevidad todavía no se ha descrito en mamíferos, trabajos genéticos recientes indican que 
estos factores pueden reducir el impacto del daño tisular relacionado con la edad en varias 
patologías, incluidas neurodegeneración, enfermedades metabólicas y cáncer (Partridge and 
Bruning, 2008), activando la defensa frente al estrés oxidativo (Sahin and Depinho). Además, 
la deleción de FoxO en ratones adultos jóvenes incrementa el estrés oxidativo en el hueso y 





Señalización FoxO, estrés oxidativo y envejecimiento 
 
FoxO 1, 3 y 4 son negativamente regulados por insulina y factores de crecimiento vía 
la quinasa AKT (Calnan and Brunet, 2008), que fosforila directamente a los FoxO. Esta 
fosforilación promueve la unión de FoxO a la chaperona 14-3-3 en el núcleo, lo que inhibe la 
unión de estos factores al ADN y promueve su exportación del núcleo y su acumulación en el 
citoplasma. Además, la insulina y los factores de crecimiento también bloquean la acción de 
FoxO promoviendo su degradación mediada por el proteosoma, disminuyendo así los niveles 




En contraste con los factores de crecimiento, la señalización ROS conduce a la retención 
nuclear de FoxO y a la activación de su función transcripcional. En el núcleo, los factores 
FoxO pueden interaccionar con distintos factores de transcripción, como Runx2, p53 o el 
receptor de estrógenos (Calnan and Brunet, 2008; Teixeira et al.; Yang et al.). Asimismo, los 
FoxO interaccionan con β-catenina que, además de su importante papel en promover la 
transcripción mediada por Tcf/Lef, es un coactivador esencial de la familia FoxO (Almeida et 
al., 2007a; Essers et al., 2005). El estrés oxidativo, como opuesto a la señalización de insulina 
y factores de crecimiento, promueve la unión de FoxO a β-catenina y la activación de la 
Fig. 4. Señalización β-catenina en el balance osteoblastogénesis/adipogénesis de MSCs y en la regulación de la 








transcripción promovida por FoxO. Se ha sugerido que la transcripción mediada por estos 
complejos β-catenina/FoxO, en detrimento de los complejos β-catenina/TCF, media los 
efectos negativos en el esqueleto del estrés oxidativo asociado a la edad (Manolagas SC., 
2007; Galli C., 2011; Almeida M., 2011). Además, esta interacción entre β-catenina y FoxO 
está conservada en la evolución; en C.elegans el ortólogo de β-catenina, BAR-1, es requerido 
para la actividad transcripcional del ortólogo de FoxO, DAF-16, en respuesta a las señales 
oxidativas (Essers et al., 2005).  
 
Aunque requiere mayor investigación, todas estas evidencias proporcionan detalles 
moleculares de los mecanismos implicados en el desarrollo de la involución esquelética con la 





Los estrógenos, hormonas sexuales femeninas junto con la progesterona, son una 
familia de compuestos esteroideos que incluyen tres subtipos principales; estrona, 17β-
estradiol (E2) y estriol. El E2 es el estrógeno circulante predominante en la mujer 
premenopáusica, mientras que la estrona y el estriol circulan a concentraciones menores y 
tienen una menor contribución en las acciones de los estrógenos durante la vida adulta. La 
estrona parece importante en mujeres postmenopaúsicas y los niveles más altos de estriol 
circulantes se detectan durante el embarazo. 
 
La señalización celular en respuesta a estradiol implica acciones tanto genómicas 
como no genómicas. Los efectos genómicos de E2 son bien conocidos y están dirigidos por la 
unión del ligando a los receptores de estrógenos (ERα y ERβ) intracelulares para 
directamente regular la transcripción de genes diana. En contraste, los efectos no genómicos 
de E2 no requieren la regulación de la transcripción génica por ERs, sino que actúan a través 
de rutas de transducción de señales. Los estrógenos cuentan también con un receptor 
asociado a proteínas G específico, conocido como GPR30. Tras ser activado por la unión de 
estrógenos, GPR30 induce la elevación de AMPc y la movilización del calcio intracelular 
(Filardo et al., 2007; Funakoshi et al., 2006; Revankar et al., 2007).  
 
3.3.1. Síntesis y acción de estrógenos en la médula ósea 
 
La deficiencia de estrógenos tras la menopausia es considerada como el principal 




los estrógenos protegen al esqueleto adulto frente a la pérdida ósea disminuyendo la tasa de 
remodelación ósea y manteniendo el balance entre la formación y la resorción del hueso 
(Manolagas, 2000; Manolagas et al., 2004; Manolagas et al., 2002). Se ha mostrado que la 
pérdida de estrógenos o andrógenos puede actuar disminuyendo las defensas frente al estrés 
oxidativo en el hueso (Manolagas). Además, la disminución de los niveles de DKK1 (inhibidor 
de la señalización Wnt) en ratas aboga el efecto negativo de la ovariectomía sobre la masa 
ósea (Wang et al., 2007), indicando un papel fundamental de la señalización Wnt en los 
efectos de los estrógenos sobre el tejido óseo. Recientemente se ha mostrado que la deleción 
de ERα en el SNC resulta en un fenotipo de alta masa ósea, indicando que la señalización 
central de estrógenos tiene un impacto negativo en el hueso (Ohlsson et al.). Por tanto, los 
estrógenos regulan la masa ósea actuando tanto periférica como centralmente. 
 
La biosíntesis de E2 desde esteroides C19 (testosterona y androstenediona) es 
catalizada por el enzima aromatasa citocromo P450 codificada por el gen CYP19. Además de 
las gónadas, este enzima se encuentra en diferentes órganos, incluidos tejido adiposo, 
cerebro, piel, endotelio y hueso. Las células esqueléticas expresan, además de CYP19, otras 
enzimas implicadas en el metabolismo de esteroides sexuales (Compston, 2002; Ishida et al., 
2002; Issa et al., 2002; Janssen et al., 1999; Schweikert et al., 1980; Schweikert et al., 1995), 
lo que soporta el concepto de que andrógenos y estrógenos activos pueden ser sintetizados y 
metabolizados en las células de la médula ósea. Luego, además de contribuir al pool de 
estradiol circulante, los estrógenos sintetizados en el tejido óseo pueden ejercer acciones 
locales de una manera paracrina o autocrina (Labrie et al., 1997; Simpson et al., 2000; 
Simpson and Davis, 2001). Distintas evidencias indican la existencia de un control 
estrogénico de la diferenciación de las MSCs medulares, favoreciendo la osteoblastogénesis 
y reprimiendo la adipogénesis, lo que podría estar implicado en el cambio en el ratio 
adipocito/osteoblasto en la médula que acompaña a la pérdida de estrógenos (Gambacciani 





La administración de glucocorticoides es una terapia antiinflamatoria efectiva y muy 
usada en distintas enfermedades crónicas (como asma o artritis reumatoide) y para evitar el 
rechazo de transplantes. Sin embargo, distintos efectos adversos a menudo limitan su uso, 
entre ellos, el desarrollo de osteoporosis. Se ha descrito que la administración prologanda de 
glucocorticoides conduce a un mayor número de osteoclastos y adipocitos, una disminución 




apoptosis tanto de osteoblastos como de osteocitos maduros (Pierotti et al., 2008; Wang et 
al., 2008). Además, la inhibición tanto de GSK-3β como de DKK-1 aboga la inducción por 
glucocorticoides de la pérdida de masa ósea a través de la activación de β-catenina (Wang et 
al., 2009; Wang et al., 2008). Por otro lado, se ha mostrado que la dexametasona activa 
factores FoxO en osteoblastos vía una cascada de señalización ROS/JNK, lo que conduce a 
la inhibición de la señalización Wnt y a una disminuida osteoblastogénesis (Almeida et al.). 
Por tanto, la señalización Wnt/β-catenina media las acciones de los glucocorticoides en el 
tejido óseo.  
 
A nivel molecular, los glucocorticoides se unen a receptores intracelulares en el 
citoplasma (receptores de glucocorticoides, GR), que entonces migran al núcleo y se unen a 
secuencias específicas del ADN, regulando la transcripción génica (Rhen and Cidlowski, 
2005). El GR unido a ligando también regula la transcripción indirectamente a través de la 
interacción con otras rutas de señalización, tanto en el citoplasma como en el núcleo. A este 
respecto, la familia AP-1 de factores de transcripción (proteínas Fos/Jun) exhibe múltiples 
interacciones con los receptores nucleares de hormonas esteroideas (Pfahl, 1993), siendo el 
ejemplo mejor caracterizado las interacciones AP-1/GR (Diamond et al., 1990; Kerppola et al., 
1993; Schule et al., 1990; Shemshedini et al., 1991; Yang-Yen et al., 1990). GR modula la 
actividad de AP-1 a través de interacciones directas proteína-proteína en distintos tejidos 
como glándula adrenal de rata (Smith et al., 1996), cerebro de ratón (Terzic et al., 2003) y 
fibroblastos primarios humanos (Jacques et al.). En hMSCs, recientemente se ha propuesto 
un modelo en el que la interacción entre c-Jun y GR regula el potencial osteogénico y 






En 1948, Rapport y su grupo descubrieron la serotonina (5-hidroxitriptamina, 5-HT), 
buscando los vasoconstrictores responsables de la hipertensión y la llamaron así por su 
presencia en el suero (sero) y sus propiedades vasoactivas (tonina) (Rapport et al., 1948). La 
serotonina es una monoamina sintetizada principalmente en las células enterocromafines del 
tracto gastrointestinal (Furness and Costa, 1982) y en las neuronas serotonérgicas del 
sistema nervioso central (Fuller and Wong, 1990). Las acciones de la serotonina central y la 
circulante están disociadas (Sjoerdsma, 1959; Sjoerdsma and Palfreyman, 1990), ya que la 
serotonina no puede cruzar la barrera hematoencefálica. La mayor parte de la serotonina (en 




sintetizada en el cerebro, donde sus acciones han recibido la mayor atención y, por tanto, son 
mejor conocidas. La serotonina liberada a la circulación desde las células enterocromafines 
del tracto gastrointestinal es rápidamente captada por las plaquetas vía el transportador 
específico de serotonina (5-HTT) y almacenada en los gránulos densos, que constituyen casi 
el total de la serotonina circulante. La serotonina circulante entra en la vena portal y es 
metabolizada principalmente en el hígado (Green and Curzon, 1968), fundamentalmente por 
acción del enzima monoamino oxidasa (MAO). Éste convierte la 5-HT en ácido 5-hidroxiindol 
acético (5-HIAA) vía desaminación oxidativa (Molinoff and Axelrod, 1971). El 5-HIAA del SNC 
es activamente transportado a la periferia donde es excretado en la orina junto con el 5-HIAA 
periférico. 
 
La serotonina es sintetizada desde el aminoácido esencial triptófano. Primero, el L-
triptófano es hidroxilado a 5-hidroxitriptófano (5-HTP) por el enzima triptófano hidroxilasa 
(Tph), reacción que constituye el paso limitante en la síntesis de serotonina. El 5-HTP es 
después convertido a 5-HT vía el enzima L-amino ácido descarboxilasa. Hasta hace unos 
años se conocía un único enzima Tph, codificado por el gen tph1. Ahora sabemos que existen 
dos isoformas de este enzima, Tph-1 y Tph-2, que son responsables de la síntesis de la 
serotonina no-neural y neural, respectivamente (Walther and Bader, 2003; Walther et al., 
2003). El hecho de que la serotonina sea sintetizada central y periféricamente por proteínas 
codificadas por dos genes distintos crea la oportunidad de estudiar separadamente el papel 
de cada pool de serotonina usando modelos genéticos.  
 
 
4.1. Señalización serotonérgica 
 
Se han descrito un total de 14 receptores para la 5-HT en humanos. Éstos se han 
dividido en 7 clases (5-HT1-7), definidas por su estructura y por las rutas de transducción de 
señales a las que están acoplados (Alexander et al., 2008). Además, pueden existir varias 
isoformas para el mismo subtipo de receptor serotonérgico como resultado de splicing 
alternativos y procesamiento del ARNm. Todos los receptores de 5-HT son receptores de 
membrana acoplados a proteínas G (GPCRs), con excepción del receptor 5-HT3, que es un 
canal iónico activado por ligando (Hoyer et al., 2002). Además, la duración e intensidad de la 
señal serotonérgica es mediada por el transportador específico de 5-HT (5-HTT), una proteína 
transportadora dependiente de cloruro sódico que controla la concentración extracelular de 
serotonina. Todos los GPCRs de 5-HT tienen una homología estructural, con un dominio N-
terminal extracelular, siete hélices α transmembrana y un dominio C-terminal intracelular. Tras 




G asociada. Las proteínas G son estructuras heterotriméricas compuestas por subunidades α, 
β y γ. Se clasifican por el tipo de subunidad α que contienen, y existen cuatro tipos: Gs, Gi, 
Gq and G12/13. Cada proteína G inicia su propia ruta de transducción de señales, de modo 
que la función celular de un GPCR es últimamente determinada por la proteína G que tenga 
acoplada. Así, la subunidad Gs estimula la actividad adenilato ciclasa (AC) mientras que la 
subunidad Gi inhibe esta proteína. Las subunidades Gq y G12/13 activan la fosfolipasa C 
(PLC) y pequeñas proteínas G, respectivamente.  
 
Receptor Tipo Mecanismo 
5-HT1 GPRC acoplado a Gi/Go Disminución de AMPc 
5-HT2 GPRC acoplado a Gq/G11 Incremento de Ca2+ 
5-HT3 Canal Na+/K+ activado por ligando Despolarización 
5-HT4 GPRC acoplado a Gs Incremento de AMPc 
5-HT5 GPRC acoplado a Gi/Go Disminución de AMPc 
5-HT6 GPRC acoplado a Gs Incremento de AMPc 
5-HT7 GPRC acoplado a Gs Incremento de AMPc 
 
  Tabla 1. Receptores de serotonina y mecanismos de señalización acoplados. 
 
 La clase 5-HT1 de receptores comprenden 5 subtipos (5-HT1A, 5-HT1B, 5-HT1D, 5-
HT1E y 5-HT1F) con una homología de secuencia del 40-63%. Todos los receptores 5-
HT1 están acoplados a la proteína Gi. Por tanto, la estimulación del receptor inhibe la AC 
y disminuye la producción de AMPc. Todos los subtipos de receptor 5-HT1 son 
expresados tanto en el SNC como en la periferia; sin embargo, el papel fisiológico de los 
receptores 5-HT1E y 5-HT1F aún debe ser determinado. En el contexto de las células de 
hueso y sus precursores, se ha descrito la expresión de los receptores 5-HT1A (Bliziotes 
et al., 2006; Bliziotes et al., 2001; Collet et al., 2008), 5-HT1B (Yadav et al., 2008) y 5-
HT1D (Bliziotes et al., 2001) en osteoblastos primarios y distintas líneas celulares 
osteoblásticas. 
 Los subtipos de receptor 5-HT2 incluyen los receptores 5-HT2A, 5-HT2B y 5-HT2C, que 
muestran una homología de secuencia del 46-50%. Estos receptores están acoplados a 
la proteína Gq, señalizando vía activación de PLC para generar inositol 1,4,5 trifosfato 
(IP3) y 1,2-diacilglicerol. En consecuencia, estos segundos mensajeros incrementan la 
concentración de Ca2+ intracelular. Se ha mostrado la expresión de receptores 5-HT2 en 
varios de los tipos celulares que integran la médula ósea. Los receptores 5-HT2A y 5-
HT2B se han encontrado en osteoblastos primarios (Bliziotes et al., 2001; Collet et al., 
2008; Hirai et al., 2009; Westbroek et al., 2001; Yadav et al., 2008), distintas líneas 
celulares osteoblásticas (Bliziotes et al., 2006; Bliziotes et al., 2001; Hirai et al.; Locker et 




línea celular adipocítica 3T3-L1 (Kinoshita et al.; Stunes et al.; Uchida-Kitajima et al., 
2008). Aunque existen discrepancias en cuanto a la expresión de algunos receptores, 
todos estos trabajos indican la presencia de 5-HT2A y 5-HT2B tanto en osteoblastos 
como en adipocitos. 
 Además de los receptores mencionados, se ha descrito la expresión del transportador 5-
HTT en osteoblastos primarios y líneas celulares osteoblásticas (Hirai et al.; Hirai et al., 
2009), osteoclastos (Battaglino et al., 2004; Gustafsson et al., 2006) y en preadipocitos 
3T3-L1 (Stunes et al.).  
 
 
4.2. Papel de la serotonina en la fisiología del esqueleto 
 
Los principios activos medicamentosos cuyas dianas son receptores o 
transportadores de serotonina se desarrollaron con el fin de tratar distintos trastornos del 
SNC. Éstos son la segunda generación de agentes antipsicóticos (SGAs) y los inhibidores 
selectivos de la recaptación de serotonina (SSRIs). El uso de estos agentes se ha 
incrementado en las últimas décadas y de esta amplia utilización se han desprendido 
importantes efectos adversos metabólicos y esqueléticos, lo que ha proporcionado el empuje 
para el estudio de la conexión serotonina-status metabólico-SNC-esqueleto. Por otra parte, el 
sorprendente descubrimiento de que Tph-1 es uno de los genes más marcadamente up-
regulados en ratones deficientes en Lrp-5, con un fenotipo de baja masa ósea, ha llevado a 
una serie de estudios que han demostrado un papel fundamental de la señalización 
serotonérgica en la regulación de la masa ósea (Yadav et al., 2008). Los SGAs, como la 
risperidona, han sido ampliamente usados para tratar problemas de comportamiento en 
desórdenes del espectro autista y en síntomas psicóticos agudos, debido a su efectividad y a 
la baja tasa de efectos adversos comparados con la primera generación de drogas 
antipsicóticas (Kuroki et al., 2008). Sin embargo, se acumulan evidencias de que deben tener 
serios efectos metabólicos adversos a largo plazo, incluidos ganancia de peso, apetito 
nocturno y síndrome metabólico (Grunder et al., 2009). Con respecto al esqueleto, se ha 
descrito una alta tasa de fracturas de cadera en individuos bajo estas medicaciones (Howard 
et al., 2007). Como los SGAs actúan como potentes bloqueadores del receptor 5-HT2A y 
débiles inhibidores del receptor D2 de dopamina (Meltzer et al., 1989), estos datos sugieren 
que la inhibición de la señalización de serotonina a través de este receptor tiene efectos 
negativos en el esqueleto. Apoyando esta hipótesis, se ha mostrado que ratones tratados con 
risperidona tienen una significativa pérdida de hueso trabecular debida a un incremento en la 
resorción ósea (Motyl et al.), además de una aumentada adiposidad en la médula. Los SSRIs, 




han asociado recientemente con una pérdida de masa ósea y con un incremento en la tasa 
de fracturas (Bolton et al., 2008; Calarge et al.; Diem et al., 2007; Liu et al., 1998; Richards et 
al., 2007; Vestergaard et al., 2008; Ziere et al., 2008). En concordancia, los ratones knockout 
para 5-HTT presentan un fenotipo de baja masa ósea (Yadav VK., 2009). Los SSRIs actúan 
inhibiendo el 5-HTT, lo que provoca un incremento en la concentración local de serotonina en 
el espacio pericelular prolongando la señal serotonérgica; sin embargo, su uso crónico reduce 
el contenido de serotonina en las plaquetas un 80-95% (Maurer-Spurej et al., 2004). Por 
tanto, hay que ser cauto a la hora de interpretar estos datos clínicos sobre el uso de SSRIs. 
 
4.2.1. Regulación de la masa ósea por la serotonina periférica (intestino) 
 
Se ha demostrado que la inhibición condicional de Tph-1 en el intestino de ratones 
resulta en un fenotipo de alta masa ósea con niveles muy bajos de serotonina circulante, lo 
que indica un efecto negativo de la serotonina procedente del intestino sobre la masa ósea 
(Yadav et al., 2008). Estos efectos esqueléticos se han atribuido a la señalización mediada 
por el receptor 5-HT1B osteoblástico, cuya activación disminuye la proliferación de los 
osteoblastos (Yadav et al., 2008). Además, la deleción global de 5-HT2B en ratones conduce 
a un fenotipo de baja masa ósea consecuencia de una disminución en la proliferación, 
diferenciación y capacidad osteogénica de los osteoblastos (Collet et al., 2008). También se 
ha descrito una disminuida diferenciación de osteoclastos en ratones Tph-1-/- deficientes en 
serotonina (Chabbi-Achengli et al.). Luego, todos los datos indican la existencia de un 
complejo control de la serotonina sobre las células responsables de la 
adquisición/mantenimiento de la masa ósea. 
 
4.2.2. Regulación de la masa ósea por la serotonina central (SNC) 
 
El papel de la serotonina del SNC como regulador de la remodelación se hace patente 
en los ratones Tph2-/- (Yadav et al., 2009). Estos ratones muestran una ausencia completa de 
serotonina en el cerebro y un contenido normal de serotonina en sangre. El fenotipado 
esquelético revela una baja masa ósea resultado de una menor formación y una mayor 
resorción ósea, indicando que la serotonina del SNC tiene un papel regulador positivo en la 
adquisición de masa ósea. En los ratones Tph2-/-;Adrβ2+/- se rescata este fenotipo de baja 
masa ósea de los ratones Tph2-/- (Yadav et al., 2009). También la deleción de Htr2c (5-HT2C, 
receptor más expresado en el hipotálamo) conduce a un fenotipo de baja masa ósea 
acompañado de un incremento en la actividad simpática, y este fenotipo se rescata al 




estos datos indican que la serotonina del SNC regula la adquisición esquelética a través de la 
supresión del tono simpático mediante la activación de 5-HT2C en las neuronas del VMH. 
 
4.2.3. Regulación de la masa ósea por leptina: control de la síntesis de serotonina 
en el SNC 
 
La disminución en la masa ósea trabecular por acción de la leptina es mediada a 
través de la activación indirecta del sistema nervioso simpático vía neuronas del VMH (Ducy 
et al., 2000; Kawai et al., 2009; Takeda et al., 2002). La lesión química de estas neuronas 
conduce a un incremento de la masa ósea, recapitulando el fenotipo observado en los ratones 
ob/ob (carentes de leptina). En estos ratones ob/ob la expresión de Tph-2 está incrementada 
y la infusión intracerebroventricular de leptina disminuye esta expresión. La leptina suprime 
por tanto la actividad de las neuronas serotonérgicas, pero esto no ocurre en ratones que 
carecen del receptor de leptina en estas neuronas, ratones que además muestran un fenotipo 
de alta masa ósea (Dhillon et al., 2006). Estos datos, junto con los estudios que muestran la 
actividad pro-osteogénica de la señalización serotonérgica en los núcleos del VMH, indican 
que el papel de la leptina en la regulación de la masa ósea es mediado por la inhibición de la 
síntesis de serotonina a través de su receptor expresado en las neuronas serotonérgicas que 
















La prevalencia de las enfermedades degenerativas se incrementa con la esperanza 
de vida, afectando en la actualidad a un gran número de individuos. La osteoporosis, 
caracterizada por una baja masa ósea en los huesos largos y vertebras y alteraciones en el 
equilibrio celular de la médula ósea, es una de las enfermedades degenerativas más 
prevalentes en la actualidad. Los últimos trabajos que demuestran el papel fundamental del 
esqueleto óseo en la regulación del metabolismo energético de los vertebrados, y en el que la 
señalización serotoninérgica cumple un papel clave, dan lugar a un gran número de 
preguntas que ahora deben ser investigadas: ¿cómo actúa la serotonina en las células de la 
medúla ósea?, ¿cómo integran las células del nicho medular los distintos estímulos para 
dirigir respuestas concretas?, ¿cuáles son los mecanismos celulares y moleculares 
responsables?, ¿por qué hay citopenia ósea y aumento en la adiposidad medular durante el 
envejecimiento y tras la menopausia?, ¿qué papel/es cumplen los adipocitos como 
integradores del nicho medular?. En este trabajo hemos estudiado la acción de la serotonina 
en cultivos primarios de células progenitoras MSC de médula ósea humana, planteando los 
siguientes objetivos concretos:  
 
 
1. Caracterizar la expresión del sistema serotonérgico en las hMSCs. 
 
2. Determinar las rutas de señalización dirigidas por la serotonina en las hMSCs. 
 
3. Estudiar la posible implicación de la serotonina en la diferenciación adipocítica de 
hMSCs y los mecanismos moleculares implicados. 
 
4. Estudiar si la respuesta de las hMSCs a serotonina se ve alterada en función de la 
presencia/ausencia de estrógenos en los cultivos. 
 
5. Analizar el papel de la señalición ROS/FoxO y β-catenina en la adipogénesis de 
hMSCs, así como su posible regulación por serotonina y estrógenos. 
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1. Cultivo de hMSCs 
 
Los cultivos de células madre mesenquimales se obtuvieron a partir de muestras de 
médula ósea de hombres sanos. Contamos con muestras de 36 donantes cedidas por el Dr. 
Rañada del Hospital La Princesa (Madrid) o procedentes de los bancos de células de la 
Fundación Jimenez Diaz (Madrid) y la Universidad de Málaga. Las hMSCs se aislaron 
mediante gradiente de Percoll según el protocolo del Dr. Arnold I. Caplan (Caplan., 1991). Las 
células se cultivaron en medio Eagle modificado por Dulbelcco (DMEM) de baja glucosa (1 
g/L) (DMEM-LG) suplementado con 10% de suero fetal bovino (FBS), glutamina 2mM, 0,01% 
de streptomicina y 0,06% de penicilina G (medio de crecimiento). Los cultivos se mantuvieron 
a 37ºC, 5% de CO2 y 97% de humedad relativa. Los pases se realizaron cuando la 
confluencia celular alcanzaba aproximadamente el 80% y para los distintos experimentos se 
utilizaron cultivos con entre 3 y 10 pases. 
 
 
2. Ensayos de diferenciación 
 
Los ensayos de diferenciación se llevaron a cabo siguiendo la metodología descrita en 
anteriores trabajos (Pittenger 2009). Las células se cultivaron en  medio de crecimiento hasta 
alcanzar una densidad aproximada del 70-80% para la diferenciación osteogénica y del 100% 
para la diferenciación adipogénica. Seguidamente se lavaron 2 veces con tampón fosfato 
salino (PBS) y se cultivaron en el medio de diferenciación correspondiente. 
Para inducir la diferenciación adipogénica, el medio de crecimiento fue reemplazado por 
DMEM de alta glucosa (4,5 g/L) (DMEM-HG) suplementado con 10% de FBS, 3-isobutyl-1-
methylxanthine (IBMX) 0,5 mM (SIGMA), dexametasona 1 µM (SIGMA), ITS (10 µg/ml de 
insulina, 10 µg/ml de transferrina, 10 ng/ml de ácido selenioso, 2 mg/ml de albúmina, 8,56 
µg/ml de ácido linoleíco) (Collaborative Research), indometacina 100 µM (SIGMA), 0,01% de 
streptomicina y 0,06% de penicilina G (medio de inducción adipogénica, AIM). 
La diferenciación osteogénica fue inducida mediante cultivo en DMEM-LG con glutamina 2 
mM, ITS, piruvato 1mM (Gibco), aminoácidos no esenciales 400 µM, 40 µg/ml de ácido 
ascórbico (WAKO), dexametasona 1nM, β-glicerol fosfato 1 mM, 0,01% de streptomicina y 
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3. Ensayos de proliferación y viabilidad celular 
 
La proliferación celular se estimó por incorporación de [3H]-timidina, determinación de 
Ki67 mediante inmunocitoquímica y mediante el ensayo colorimétrico MTT. Se sembraron 1,5 
x 104 células en placas de cultivo M24 y se mantuvieron en medio de crecimiento durante 24 
horas. A continuación, las células se lavaron 2 veces con PBS, se incubaron durante otras 24 
horas en medio mínimo (medio de crecimiento sin FBS) y seguidamente se expusieron 
durante 72 horas al estímulo hormonal correspondiente. Los ensayos se diseñaron para 
realizar triplicados de cada muestra y como control positivo valoró la proliferación en medio de 
crecimiento. Los resultados se han expresado en porcentaje de incorporación de [3H]-timidina, 
de expresión de Ki67 o de formación de formazán respecto al control (unidades relativas). 
 
 
 Para determinar la incorporación de [3H]-timidina las últimas 24 horas de cultivo se 
realizaron en presencia de 1 μCi/ml de [3H]-timidina. A continuación, se eliminó la 
radiactividad no incorporada en las nuevas células y se provocó la lisis celular mediante 
incubación a -20ºC en 200 μl de H2O por pocillo. La radiactividad contenida en el H2O se 
midió en un contador de centelleo beta.  
 
 Para la determinación de la proteína Ki67, que se expresa en todas las fases del ciclo 
celular excepto en G0, se realizó una inmunocitoquímica según figura en el siguiente 
apartado. Para valorar la proliferación alcanzada en cada condición se contaron un total 
de 500 células por condición. 
 
 El ensayo MTT se basa en la capacidad de las células viables de convertir una sal de 
tetrazolio, el MTT [3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2-5-diphenylterazolum bromide], en un 
producto final azúl, el formazán, por acción de las deshidrogenasas mitocondriales. Para 
este ensayo se añadió 5mg/ml de MTT durante las últimas 4 horas de cultivo. A 
continuación se retiró el medio y se añadieron 400 µl de HCl 4 mM con 0,1% de Nonidet 
P-40 (NP40) en isopropanol (MERCK). Después de 1 hora de solubilización, la 
absorbancia de cada muestra se determinó a 590 nm y utilizando un filtro de referencia 
de 620 nm (SmartSpecTM Plus BIO-RAD). 
 
 
4. Cuantificación de la adhesión celular a sustrato de fibronectina 
 
Se prepararon sustratos de fibronectina en placas M24 incubando éstas durante 1 hora a 
37ºC con 20 mg/ml de fibronectina en PBS, y a continuación se sembraron 2,0 ×105 células 
por pocillo. Tras una incubación de 30 minutos, se retiraron las células no adheridas y se 
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realizaron 3 lavados con PBS a 37ºC con agitación. Las células adheridas al sustrato fueron 
fijadas con formaldehido (MERCK) al 3,7% en PBS durante 30 minutos y teñidas con solución 
cristal violeta (5 mg/ml en 2% etanol) durante 10 minutos. Finalmente, las muestras se 
lavaron 4 veces con H2O con agitación y se dejaron secar completamente. El cristal violeta se 
diluyó mediante incubación en H2O con 2% SDS durante 30 minutos y se cuantificó la 




5. Ensayo de migración celular por herida 
 
Se cultivaron hMSCs en placas M12 hasta alcanzar una confluencia celular del 100%.  
Entonces se ayunaron de FBS durante 24 horas y a continuación, se realizó una raya sobre el 
cultivo usando una punta amarilla, simulando una herida. Seguidamente se realizaron 2 
lavados con PBS a 37 ºC con agitación para eliminar las células desprendidas y se añadió 
medio mínimo con el estímulo correspondiente, analizándose cada condición por triplicado. 
Tras 24 horas de incubación, las células se fijaron con formaldehído al 3,7% en PBS y se 
valoró la migración alcanzada en cada caso. Nuevamente, los resultados son representativos 





La purificación de ARN de los cultivos de hMSCs se realizó por el método de 
fenol/metacresol (Ogueta., 2002). Para cada condición, se obtuvo el ARN de hMSCs crecidas 
en 2 placas p100 (aproximadamente 2,0 × 106 células). El ARN total precipitado fue disuelto 
en H2O y tratado durante 30 minutos a 37 ºC con 35 unidades de DNasa libre de RNasa 
(Roche) en 60 μl de buffer de reacción (NaAc 1 M y MgSO4 0,1 M). A continuación, se realizó 
una segunda purificación con fenol/metacresol y se resuspendió el ARN obtenido en 20 μl de 
H2O con 0,1% DEPC (libre de RNasas). La síntesis del ADN complementario se realizó 
mediante reacción de retrotranscripción con 2,5 µg de ARN. La reacción se desarrolló en un 
volumen de 20 µl de una solución que contenía Tris-HCl 50 mM pH 8,3, KCl 75 mM, MgCl2 15 
mM dNTPs 500 nM (Biotools), 250 ng/ml de cebador (Invitrogen), DTT 10 mM (Invitrogen) y 
200 unidades de retrotranscriptasa (Invitrogen). Se incubó 5 minutos a 65ºC, 1 hora a 42ºC y 
15 minutos a 70ºC. Para cada reacción de PCR se utilizó 1 µl de la reacción de 
retrotranscripción junto con 6,25 picomoles de cada oligonucleótido (sentido y antisentido) 
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(Tabla 2), dNTPs 200 µM y 0,5 unidades de ADN polimerasa (Biotools) en una solución 
compuesta por Tris-HCl 75 mM pH 9,0, MgCl2 2 mM, KCl 50 mM, (NH4)2SO4 20 mM y 5% de 
DMSO, en un volumen final de 25 µl. Los fragmentos amplificados se resolvieron en geles de 
agarosa al 1,5% y se marcaron mediante incubación de los geles en EtBr para su 
visualización bajo luz UV.  
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Sembramos 1,5 x 104 células por pocillo en placas M24 en las que previamente se habían 
depositado cubres pretratados durante al menos 1 hora con 0,5% de gelatina de piel bovina 
(SIGMA) en PBS. Tras 24 horas de cultivo o una vez alcanzadas las densidades celulares 
necesarias en los ensayos de diferenciación adipogénica, se añadieron los distintos 
tratamientos durante los tiempos indicados en cada caso. Seguidamente, las células se fijaron 
con formaldehído al 3,7% en PBS durante 30 minutos y se eliminó la autofluorescencia celular 
incubando las muestras durante 10 minutos en NH4Cl 50 mM pH 8,0 en PBS. Después las 
células se incubaron en buffer de permeabilización (NaCl 100 μM, PIPES 10 μM, Mg2Cl 3 μM, 
EGTA 0,6 μM, sacarosa 30 μM y 0,5% Triton X-100) durante 30 minutos. Para eliminar las 
posibles uniones inespecíficas de los anticuerpos (Tabla 3), se bloquearon las preparaciones 
con solución de bloqueo (1% BSA en PBS) durante 1 hora. Posteriormente se incubaron con 
los distintos anticuerpos primarios durante otra hora. A continuación, se lavaron las muestras 
2 veces con PBS y se incubaron con los anticuerpos secundarios correspondientes. Se 
realizaron 3 lavados finales con PBS, se deshidrataron las muestras con etanol al 70% 
(Merck) y se montaron con Mowiol/Dabco (Calbiochem) sobre portas para su visualización en 
el microscopio de fluorescencia.  
 
Anticuerpo Dilución Casa comercial 
ST (C-20) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
SR-1B (M-19) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
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SR-2A (A-15) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
SR-2B (Y-15) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
Tubulina 1:200 Sigma-Aldrich 
Vinculina 1:50 Chemicon International 
Vimentina 1:2 Abcam 
*Faloidina-TRITC 1:500 Sigma-Aldrich 
Ki67 1:200 Neomarkers 
pERK1/2 (E-4) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
c-FOS (4) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
c-JUN (H-79) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
ER Ab-10 1:20 Thermo scientific 
GR (3D5) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
C/EBPα (K-19) X 1:2000 Santa Cruz Biotechnology 
C/EBPβ (C-19) X 1:2000 Santa Cruz Biotechnology 
PPARγ (E-8) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
Adiponectina [19F1] 1:500 Abcam 
Β-catenina 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
FOXO 1:100 Abcam 
STAT1 (E-23) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
STAT3 (C-20) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
STAT5 (C-17) 1:200 Santa Cruz Biotechnology 
DAPI 1:10000 Calbiochem 
Alexa 488 anti ratón 1:500 Invitrogen 
Alexa 488 anti conejo 1:500 Invitrogen 
Alexa 555 anti ratón 1:500 Invitrogen 
Alexa 555 anti conejo 1:500 Invitrogen 
Alexa 555 anti cabra 1:500 Invitrogen 
 
 Tabla 3. Anticuerpos utilizados en los análisis inmunocitoquímicos. 
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8. Obtención de extractos proteicos 
 
Para la obtención de extractos proteicos se realizaron cultivos de hMSCs en placas p100 
(aproximadamente 1,0 × 106 células para cada condición). Tras retirar el medio de cultivo, las 
células se lavaron 3 veces con PBS a 4ºC. A continuación, el procedimiento fue distinto según 
los extractos proteicos a obtener: 
 
 Extractos proteicos totales 
Se recogieron las células con la ayuda de un rascador de plástico en 500 μl de tampón 
de lisis (Tris-HCl pH 7,4 50mM, NaCl 150 mM, EDTA 5 mM, 8% de glicerol; 1% de Triton X-
100) conteniendo inhibidores de proteasas (PMSF 1 mM, 5 µg/ml de aprotinina, 4 µg/ml de 
pepstatina y 2 µg/ml de leupeptina) y de fosfatasas (NaF 50 mM, Na2P2O7 30 mM y Na3VO4 2 
mM). Las células resuspendidas en el tampón fueron homogeneizadas pasándolas 15 veces 
a través de una aguja de 23 G y manteniéndolas 15 minutos en un agitador orbital a 4ºC. Los 
extractos proteicos se obtuvieron por centrifugación de los lisados celulares a 4ºC durante 30 
minutos a 13.000 rpm. El sobrenadante obtenido se analizó o se guardó en alícuotas a -70ºC. 
 
 Extractos proteicos de las fracciones citosólica y nuclear 
Las células se recogieron con la ayuda del rascador de plástico en 500 μl de buffer A 
(HEPES 10mM pH 7,9, KCl 10 mM, EDTA 0,1 mM y  DTT 1mM) complementado con los 
inhibidores de proteasas y fosfatasas indicados antes. Las células resuspendidas en el 
tampón se mantuvieron 30 minutos en un agitador orbital a 4 ºC. A continuación se añadió 
NP-40 a una concentración final del 1 %, se homogeneizó por agitación en vórtex durante 10 
segundos y se centrifugaron las muestras a 13.000 rpm durante 1 minuto a 4 ºC. El 
sobrenadante obtenido constituye la fracción citoplasmática de proteínas. El pellet resultante 
de esta centrifugación fue lisado en 25 μl de buffer C (HEPES 20mM pH 7,9, NaCl 400 mM, 
EDTA 0,2 mM, DTT 1mM y 16% glicerol) conteniendo los inhibidores de proteasas y 
fosfatasas. Las muestras se agitaron en vórtex durante 30 segundos y se centrifugaron a 
13.000 rpm durante 5 minutos a 4ºC. El sobrenadante resultante de esta última centrifugación 
representa la fracción proteica nuclear. Ambas fracciones, citosólica y nuclear, fueron 
directamente analizadas o guardadas en alícuotas a -70ºC. 
 
 
9. Análisis de proteínas mediante Western-Blot 
 
La concentración de proteínas en cada muestra fue determinada por el método de 
Bradford (Bradford, 1976). Las proteínas, en condiciones desnaturalizantes y hervidas 2 
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minutos, fueron separadas por su peso molecular en geles SDS poliacrilamida al 10 %. Para 
su inmunodetección, las proteínas fueron transferidas en condiciones semihúmedas a 
membranas de nitrocelulosa (Amersham). A continuación, se bloquearon las membranas 
durante 1 hora con 3% de BSA en TBST (Tris 25 mM pH 7.4, NaCl 150 mM, KCl 2 mM y 0,1% 
de Tween-20) y seguidamente se incubaron con el anticuerpo primario correspondiente 
(Tabla 4) diluido TBST con 1% de BSA durante 15-20 horas a 4 ºC. Después, se realizaron 3 
lavados de 10 minutos con TBST y se incubaron las membranas durante 1 hora a 
temperatura ambiente con fragmentos (Fab)2 conjugados con HRP (horseradish peroxidase), 
contra las IgGs o IgMs de conejo o ratón según correspondiese. Una vez realizados otros 3 
lavados de 10 minutos con TBST, la reacción de la peroxidasa se desarrolló incubando las 
membranas con ECL (Amersham).  
 
Anticuerpo Dilución Casa comercial 
ERK1 (C-16) 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
pERK1/2 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
P38 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
pP38 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
c-FOS (K-25) X 1:2000 Santa Cruz Biotechnology 
c-JUN (H-79) X 1:5000 Santa Cruz Biotechnology 
Actina (I-19)R 1:1000 Santa Cruz Biotechnology 
STAT1 (E-23) 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
STAT3 (C-20) 1:500 Santa Cruz Biotechnology 
STAT5b (G-2) X 1:1000 Santa Cruz Biotechnology 
GAM-HRP 1:4000 Southern Biotechnology 
GAR-HRP 1:4000 Southern Biotechnology 
RAG-HRP 1:4000 Southern Biotechnology 
 
    Tabla 4. Anticuerpos utilizados en los los análisis de Western-blot. 
 
 
10. Detección de ROS mediante marcaje con DCFDA  
 
El DCFDA (2',7'-dichlorodihydrofluorescein diacetate) es un indicador de las especies 
reactivas de oxígeno (ROS) que permanece como no fluorescente hasta que las esterasas 
intracelulares eliminan los grupos acetato y se da la oxidación dentro de las células tratadas, 
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generándose el producto fluorescente DCF. Para determinar el contenido intracelular de ROS 
se sembraron hMSCs sobre cubres tapizados con gelatina colocados en placas M24. Al día 
siguiente, se incubaron las células con los distintos tratamientos durante 1 hora, estando los 
últimos 30 minutos de cultivo en presencia de DCFDA 30 µM (SIGMA). A continuación, se 
realizaron 2 lavados con PBS, se fijaron las células durante 10 minutos con formaldehído al 
3,7% en PBS a 4ºC, se dejaron secar y se montaron para su visualización inmediata. La 
cantidad de DCF presente en cada muestra se determinó mediante cuantificación de la 
intensidad de señal de la imagen (CELL Imaging Software for Life Science Microscopy, 
OLYMPUS). Se cuantificó la señal DCF para un total de 100 células para cada condición. 
 
 
11. Identificación y cuantificación de adipocitos 
 
11.1. Marcaje con Bodipy 488 
 
Para identificar las hMSCs diferenciadas en adipocitos marcamos las células con el 
marcador específico de los lípidos intracelulares Bodipy 488 (Invitrogen). Para ello, tras el 
periodo indicado de diferenciación de las hMSCs sobre cubres tapizados con gelatina, se 
fijaron las células con formaldehído al 3,7% en PBS durante 30 minutos y se incubaron con 1 
µg/ml de bodipy 488 en NaCl 150 mM durante 10 minutos. Para visualizar los núcleos se 
incluyó en esta incubación 1 µg/ml de DAPI. Finalmente las muestras se lavaron 3 veces con 
PBS, se dejaron secar y se montaron con Mowiol/Dabco.  
 
11.2. Marcaje con Oil Red O (ORO) 
 
La diferenciación adipogénica fue cuantificada utilizando el marcaje con ORO como 
indicador de la acumulación intracelular de lípidos. Para ello se sembraron hMSCs en placas 
M24 y se incubaron en AIM con los distintos suplementos hormonales e inhibidores 
específicos que se indican en los resultados. Como control negativo se utilizaron células 
mantenidas en medio de crecimiento. Tras 4 semanas de inducción adipogénica, las células 
fueron fijadas con formaldehído al 3,7% en PBS durante 1 hora y lavadas con isopropanol al 
60%. A continuación, se dejaron secar y se incubaron con 2% de Oil Red O (SIGMA) en 60% 
isopropanol durante 10 minutos. Seguidamente se lavaron 4 veces con H2O, se dejaron secar 
y se eluyó el contenido de ORO mediante incubación en 500 μl de isopropanol al 100% 
durante 10 minutos. La cantidad de ORO presente en cada muestra se determinó midiendo la 
absorbancia de estas muestras a 500 nm. 
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12. Identificación y cuantificación de osteoblastos 
 
12.1. Tinción de fosfatasa alcalina 
 
La actividad fosfatasa alcalina que caracteriza a los osteoblastos se visualizó usando 
naftol AS-MX fosfato según el método descrito por Ackerman (Ackerman, 1962). Como 
resultado de la actividad de la fosfatasa, el naftol AS-MX es liberado e inmediatamente 
acoplado con sal de diazonio, formando un pigmento insoluble visible en los sitios de 
actividad de la fosfatasa. Para esto, las células diferenciadas en placas M24 se fijaron con 
una solución de citrato/acetona (1 volúmen de citrato 0,03 M y 3 volúmenes de acetona) 
durante 30 minutos. A continuación se realizó un lavado suave con H2O y se incubaron las 
muestras con una solución de sal de diazonio/naftol AS-MX fosfato durante 30 minutos en 
oscuridad. Seguidamente se tiñó con Hematoxilina de Mayer durante 10 minutos, se lavaron 
las muestras 3 veces con H2O y se dejaron secar para su visualización. 
 
12.2. Cuantificación de la actividad fosfatasa alcalina mediante pNPP 
 
Para cuantificar la actividad fosfatasa alcalina desarrollada en los cultivos osteogénicos 
utilizamos el sustrato p-nitrofenilfosfato (pNPP) (Sigma-Aldrich). La fosfatasa alcalina cataliza 
la hidrólisis del pNPP a pH 10,4, liberando p-nitrofenol y fosfato. La velocidad de formación 
del p-nitrofenol, determinado fotométricamente, es proporcional a la concentración catalítica 
de fosfatasa alcalina en la muestra ensayada. Para este ensayo, tras lavar 4 veces los 
cultivos con 0,1 % de Tween-20 en PBS, se incubaron durante 30 minutos con pNPP 1 mM 
en oscuridad. La reacción se detuvo añadiendo NaOH a una concetración final de 0,5 M y 




13.  Análisis estadístico 
 
La significación estadística entre las distintas condiciones experimentales se calculó 
mediante el test de la t de student, considerándose significativos los valores de p<0.05 con 
n≥3. Las diferencias significativas se representan mediante asteriscos, cuyo significado es * 













1. Respuesta a serotonina en MSCs obtenidas de médula ósea humana 
 
1.1 Determinación de la expresión de genes y proteínas del sistema 
serotonérgico en hMSCs 
 
En la última década se ha descrito la expresión de distintos receptores serotonérgicos 
y del transportador específico de 5-HT en distintos tipos celulares del nicho de la médula 
ósea, como osteoblastos primarios y clonales, osteocitos, osteoclastos y fibroblastos del 
periostio (Battaglino et al., 2004; Bliziotes et al., 2006; Bliziotes et al., 2001; Collet et al., 2008; 
Gustafsson et al., 2006; Hirai et al., 2009; Locker et al., 2006; Westbroek et al., 2001). 
Mientras que en los adipocitos medulares aún no ha sido descrita, sí se ha identificado la 
expresión de distintos receptores de 5-HT en adipocitos primarios de rata y en preadipocitos 
murinos 3T3-L1 (Kinoshita et al.; Stunes et al.). Los datos en las células troncales MSC son 
escasos; se ha descrito la expresión de 5-HT1A y 5-HT2A (Gustafsson et al., 2006), 5-HT2B 
(Jin et al., 2009) y 5-HTT (Trouche et al.). Con estos antecedentes, primeramente nos 
propusimos analizar la expresión de distintos componentes del sistema serotonérgico en las 
MSCs humanas (hMSCs). Para ello cultivamos estas células en medio de crecimiento, 
aislamos su ARN total y analizamos mediante RT-PCR la expresión de: Tph-1, enzima para la 
síntesis de 5-HT fuera del SNC, 5-HTT, transportador específico de serotonina, y cinco 
receptores serotonérgicos (5-HT1A, 5-HT1B, 5-HT2A, 5-HT2B y 5-HT2C). Como se muestra 
en la Fig. 6A las hMSCs expresan los genes Tph-1, 5-HTT, 5-HT1B, 5-HT2A y 5-HT2B. Por el 
contrario, no se detectó ARNm para los receptores 5-HT1A y 5-HT2C. Con estos datos, 
quisimos comprobar la presencia de las respectivas proteínas para las que la RT-PCR resultó 
positiva. Con este propósito realizamos inmunocitoquímicas específicas para cada una de 
estas proteínas en hMSCs cultivadas en condiciones de crecimiento. La Fig. 6B muestra la 
expresión específica de 5-HTT, 5-HT1B, 5-HT2A y 5-HT2B en estos cultivos de hMSCs.  
 
Los datos obtenidos muestran que el sistema serotonérgico se encuentra en las 
células hMSCs, pudiendo ser uno de los ejes reguladores que operan en estas células en la 












1.2.  La 5-HT no altera la proliferación en los cultivos de hMSCs 
 
Únicamente un estudio hace referencia a la acción de la serotonina sobre la 
proliferación de las MSCs (Gustafsson et al., 2006) e indica que no tiene un efecto 
Fig. 6. Las hMSCs expresan un sistema para sintetizar y responder a 5-HT. Análisis de la expresión de los genes y 
proteínas del sistema serotonérgico que se indican en la imagen mediante RT-PCR (A) e inmunocitoquímica con 
anticuerpos específicos (B), respectivamente. Los núcleos aparecen marcados con DAPI y como control se muestran 
inmunocitoquímicas sin los distintos anticuerpor primarios (Ac 1º). En ambos casos (A y B) se emplearon hMSCs 
cultivadas en condiciones de crecimiento y los resultados son representativos de tres experimentos independientes. 




significativo en la proliferación de cultivos de origen humano. Por otra parte, el efecto 
mitogénico de la serotonina es bien conocido en distintos cultivos celulares como fibroblastos 
(Seuwen et al., 1988), células de músculo liso (Nemecek et al., 1986) y células endoteliales 
vasculares (Pakala et al., 1994). Con el fin de estudiar una posible acción de la 5-HT sobre la 
proliferación de hMSCs cultivamos éstas en medio mínimo (DMEM-LG) suplementado con 
concentraciones crecientes de 5-HT (0,1-100 µM) durante 72 horas. Cada tratamiento se 
realizó por triplicado y como control positivo se utilizó el cultivo en medio de crecimiento. 
Seguidamente, la proliferación celular se determinó tanto por incorporación de H3-timidina al 
ADN como por análisis de la expresión de la proteína Ki67 mediante inmunocitoquímica, 
según se describe en Materiales y Métodos. Los resultados obtenidos se muestran en la Fig. 
7, donde se observa que la adición de 5-HT, en las concentraciones analizadas, no conduce a 




Fig. 7. La 5-HT no altera 
significativamente la 
proliferación de hMSCs. 
Análisis de la proliferación de 
hMSCs mantenidas durante 72 
horas en medio mínimo 
(DMEM-LG) suplementado con 
concentraciones crecientes de 
5-HT mediante incorporación 
de H3-timidina (A) y expresión 
de la proteína Ki67 (B). Análisis 
de la viabilidad celular 
mediante ensayo MTT en las 
mismas condiciones (C). Los 
resultados representan la 
media de tres experimentos 
independientes. Como control 
positivo se utilizó el suplemento 




Para descartar un posible efecto citotóxico de las altas concentraciones de 5-HT utilizadas, 
determinamos la viabilidad celular de los cultivos mediante un ensayo colorimétrico con MTT 
en las mismas condiciones experimentales que los ensayos de proliferación, analizando 
además una concentración más alta de 5-HT (100 μM). Como muestra la Fig. 7C, no 
observamos variaciones significativas en la viabilidad de las hMSCs expuestas a 5-HT. Por 
tanto, los resultados muestran que la 5-HT, en una concentración 0,1-100 μM, no altera 
significativamente ni la proliferación ni la supervivencia celular de los cultivos de hMSCs 
mantenidos en ausencia de otros estímulos (medio mínimo). 
 
 
1.3 Análisis del citoesqueleto de hMSCs cultivadas en presencia de 5-HT 
 
Conocidos los efectos de la 5-HT sobre la dinámica del citoesqueleto de distintos tipos 
celulares, quisimos conocer si las hMSCs responden también a serotonina con cambios en la 
organización de su citoesqueleto. Se sabe que la serotonina tiene un papel fudamental en la 
estabilidad de los microtúbulos de células neuronales (Bianchi et al., 2009; Yuen et al., 2005) 
y que induce la polimerización de las fibras de estrés de actina de las células endoteliales 
(Alexander et al., 1987; Mineau-Hanschke et al., 1989; Welles et al., 1985), así como que 
afecta a la estabilidad de los filamentos intermedios de vimentina en células de músculo liso 
(Li et al., 2006; Tang et al., 2005). Con este propósito, mantuvimos cultivos de hMSCs en 
medio mínimo suplementado con distintas concentraciones de 5-HT (1, 10 y 50 μM) durante 
72 horas. A continuación, realizamos inmunocitoquímicas separadas contra tubulina y contra 
vimentina. Para la visualización de los filamentos de actina utilizamos faloidina unida al 
fluoróforo Alexa 555. Los resultados obtenidos se muestran en la Fig. 8. Puede apreciarse 
que la presecia de 5-HT no altera la organización de los microfilamentos de actina, 
visualizándose en todas las condiciones las fibras de estrés características de estos cultivos. 
Por el contrario, observamos cambios compatibles con una cierta 
despolimerización/desorganización de los filamentos de vimentina. Aunque en esta figura no 
se observan cambios llamativos en la organización de los microtúbulos de las hMSCs 
cultivadas con 5-HT, en la Fig. 9 puede apreciarse como, a corto plazo, el estímulo 
serotonérgico induce la despolimerización de los microtúbulos en estas células. En este caso 










Por tanto, estos datos indican que las hMSCs pueden responder al estímulo 
serotonérgico. Además, los resultados muestran que la presencia de 5-HT en el medio de 
cultivo no conduce a cambios en la morfología fibroblástica característica de las MSCs en 
estas condiciones de cultivo en 2D. 
 
  
Fig. 8. Estudio del citoesqueleto de hMSCs cultivadas en presencia de 5-HT. Inmunocitoquímica para tubulina y 
vimentina y marcaje de filamentos de actina con faloidina-Alexa 555 en hMSCs mantenidas durante 72 horas en 
DMEM-LG suplementado con las concentraciones de 5-HT indicadas.  Los núcleos se muestran marcados con 
DAPI. Las imágenes son representativas de tres experimentos independientes. Barra de escala 20 µm. 
Fig. 9. La 5-HT induce la 
despolimerización de microtúbulos 
en hMSCs. Inmunocitoquímica 
para tubulina en hMSCs cultivadas 
en DMEM-LG (control)  y 
estimuladas con 5-HT 50 µM 
durante 10 minutos. Las imágenes 
son representativas de tres 
experimentos independientes y los 
núcleos aparecen marcados con 





1.4 Acción sinérgica de 5-HT y E2 en la proliferación de hMSCs 
 
Por su papel fundamental en la biología ósea y en los procesos de diferenciación de 
las MSCs (Bidwell JP., 2013), estudiamos la respuesta de las hMSCs a serotonina en función 
de la presencia o no de estrógenos. Primeramente valoramos la viabilidad celular mediante el 
ensayo MTT de hMSCs cultivadas en medio mínimo suplementado con distintas 
concentraciones de E2 (0,1-100 nM). Como se muestra en la Fig. 11A, no encontramos una 
variación significativa en la cantidad de células viables en el cultivo en respuesta a E2. Por 
tanto, nuestros resultados indican que los estrógenos no alteran la capacidad proliferativa de 
los cultivos de hMSCs en estas condiciones. Durante el desarrollo de esta tesis, otro trabajo 
ha descrito que el E2 estimula la proliferación de MSCs (Hong et al.). No obstante, en este 
caso el estímulo estrogénico se realizó en MSCs cultivadas con 10% de FBS. Por tanto, los 
datos sugieren que los estrógenos no dirigen una respuesta proliferativa en los cultivos de 
MSCs en ausencia de otros estímulos hormonales; sin embargo, el enriquecimiento del medio 
de cultivo con el cóctel de factores que aporta el FBS podría posibilitar un incremento en la 




Fig. 11. Proliferación de hMSCs en 
respuesta a 5-HT y E2. Análisis 
mediante MTT de la proliferación de 
hMSCs mantenidas durante 72 horas 
en medio mínimo (DMEM-LG) 
suplementado con concentraciones 
crecientes de E2 (A) o con las 
combinaciones de 5-HT y E2 
indicadas (B). Los resultados 
representan la media de tres 
experimentos independientes y como 
control positivo se muestra el cultivo 




Existe una amplia literatura sobre la relación entre los sistemas serotonérgico y 
estrogénico en las células del sistema nervioso central (Bertrand et al., 2005; Chavez et al.; 
McQueen et al., 1997; Pecins-Thompson et al., 1996; Smith et al., 2004; Sumner et al., 2007). 
En la mayoría de los casos, se ha reportado que los estrógenos promueven la acción de la 5-
HT incrementando la expresión de múltiples mediadores de su señalización celular. Para 
estudiar el efecto de la acción combinada de ambas hormonas sobre la proliferación de las 
hMSCs, analizamos mediante ensayo MTT el efecto de la 5-HT (10 y 50 μM) en condiciones 
de alta concentración de E2 (40 nM). Como se muestra en la Fig. 11B, el suplemento del 
cultivo con 5-HT en presencia de E2 condujo a un incremento significativo en la viabilidad 
celular dependiente de su concentración, incrementándose en dos veces la viabilidad de los 
cultivos suplementados con 5-HT 50 μM más E2 40 nM. Estos resultados sugieren que 
ambos factores podrían iniciar procesos celulares en colaboración en las células progenitoras 
MSC de la médula ósea.  
 
 
1.5 Las hMSCs expresan un sistema para sintetizar y responder a estrógenos 
 
Como expusimos en la introducción, varios trabajos han indicado que las MSCs 
expresan el enzima aromatasa (CYP19), responsable de la síntesis de E2, y los receptores de 
estrógenos ERα y ERβ. Comprobamos la expresión de estos componentes del sistema 
estrogénico en nuestros cultivos de hMSCs. Para ello aislamos el ARN total de hMSCs 
mantenidas en condiciones de crecimiento y analizamos mediante RT-PCR la expresión de 
CYP19, ERα y ERβ. Como se observa en la Fig. 12A y en concordancia con lo publicado, las 
hMSCs expresan mensajeros para estos tres genes, lo que sugiere que estas células además 
de contar con receptores específicos para E2, pueden sintetizar estradiol a partir de 
precursores circulantes. 
 
Estudiamos mediante inmunocitoquímica la localización celular de ER en las hMSCs 
en respuesta a E2 y/o 5-HT. Para ello, tras ayunar las células durante 24 horas, realizamos 
un estímulo de 1 hora con E2 40 nM. Igualmente, estimulamos las células con 5-HT 50 μM o 
con una combinación de E2 y 5-HT. A continuación realizamos una inmunocitoquímica con un 
anticuerpo que reconoce la proteína ER total (ERα y ERβ). En la Fig. 12B podemos observar 
la expresión específica de ER en los cultivos de hMSCs en condiciones de crecimiento, 
pudiéndose diferenciar dos pools de ER, uno nuclear y uno citoplasmático. Curiosamente, 
parte de la fracción citoplasmática de ER parece estar asociada a microtúbulos, lo que se 
aprecia mejor en las imágenes tomadas con mayor aumento (60×). Esta asociación de ER a 




et al., 2004; Manavathi et al., 2006), donde esta interacción parece regular la actividad 
transcripcional de ER. Por tanto, el citoesqueleto de tubulina de las hMSCs podría estar 
regulando la función de ER a través de una asociación directa o indirecta de éste a los 
microtúbulos de la célula. Además, no se aprecian diferencias en la distribución celular de ER 
en respuesta a E2 o 5-HT. Esto concuerda con otros trabajos que muestran que el E2, 
además de sus acciones genómicas mediadas por ER, puede ejercer acciones no genómicas 









Fig. 12. Las hMSCs expresan un sistema para sintetizar y responder a E2. (A) Análisis mediante RT-PCR de la 
expresión de los genes del sistema de estrógenos que se indican en la imagen en hMSCs mantenidas en 
condiciones de crecimiento. (B) Análisis inmunocitoquímico de la proteína ER (α y β) en hMSCs cultivadas en medio 





1.6 La 5-HT estimula la adhesión de hMSCs 
 
Sabemos que la 5-HT promueve la adhesión y migración de ciertos tipos celulares 
como mastocitos (Kushnir-Sukhov et al., 2006). Se ha sugerido que es la responsable de la 
movilización de HSCs y que promueve la migración de las células de la cresta neural craneal 
durante el desarrollo (Moiseiwitsch and Lauder, 1995). Por otra parte, se ha demostrado que 
la 5-HT está implicada en la expresión de distintas moléculas de adhesión y en los 
movimientos celulares que tienen lugar durante el desarrollo de Drosophila (Colas et al., 
1999) (Schaerlinger B., 2007), actuando como un factor morfogenético durante la 
embriogénesis temprana. 
 
Para evaluar si la 5-HT actúa sobre la capacidad de adhesión de las hMSCs, 
valoramos la cantidad de células que se adhieren a un sustrato de fibronectina en presencia 
de distintas concentraciones de 5-HT. El ensayo se realizó en paralelo bajo dos condiciones 
experimentales consistentes en presencia o no de 10% de FBS en el medio de cultivo. Los 
resultados se muestran en la Fig. 13A. En ambas condiciones observamos un aumento en la 
adhesión celular dependiente de la concentración de 5-HT, alcanzándose un incremento del 
40% en presencia de FBS y del 100% en su ausencia con una concentración de 5-HT 10 μM. 
De estos resultados se desprende que la 5-HT puede cumplir un papel importante en la 
adhesión de las hMSCs, al menos en cultivo. Con estos datos, analizamos el comportamiento 
de las adhesiones focales de células ya adheridas al sustrato en respuesta a la adición de 5-
HT. Para ello mantuvimos las hMSCs durante 24 horas en ausencia de FBS y a continuación 
realizamos un único estímulo de 10 minutos con 5-HT 50 μM. Seguidamente, visualizamos las 
adhesiones focales mediante inmunocitoquímica doble contra actina y vinculina. Como se 
observa en la Fig. 13B, las hMSCs estimuladas con 5-HT presentan una mayor adhesión al 
sustrato, detectada por la acumulación de vinculina y la coincidencia de ésta con el extremo 
distal de los filamentos de actina (adhesiones focales). En la Fig. 13C puede observarse un 
detalle de esta acumulación de vimentina en las adhesiones focales en respuesta a 5-HT. Por 
tanto, los datos sugieren que la serotonina estimula la adhesión de las hMSCs al sustrato 















Fig. 13. La 5-HT estimula la adhesión de hMSCs. (A) Cuantificación de la adhesión celular a sustrato de fibronectina 
en respuesta a 5-HT. La misma cantidad de hMSCs se sembró en pocillos de cultivo tapizados con fibronectina que 
contenían cantidades crecientes de 5-HT en presencia o no de FBS. La adhesión se cuantificó tras 30 minutos de 
cultivo mediante tinción de las células adheridas con cristal violeta y cuantificación de la señal por espectrofotometría 
a 550 nm. Se muestra la media de tres experimentos independientes. (B) Inmunocitoquímica doble para actina y 
vimentina para visualizar las adhesiones focales. Las hMSCs se ayunaron 24 horas y seguidamente se estimularon 
con 5-HT 50 μM durante 10 minutos. (C) Detalle de la inmunocitoquímica para vimentina de B. Los núcleos marcados 




Ya que la adhesión celular al sustrato/matriz es un mecanismo fundamental para la 
migración celular, analizamos el efecto de la 5-HT sobre la migración de las hMSCs en 
cultivo. Para ello, y como una primera aproximación, valoramos mediante un ensayo de 
herida (ver Materiales y Métodos) la migración de estas células mantenidas en medio mínimo 
y en presencia/ausencia de 5-HT 50 μM durante 24 horas. En la Fig. 14 se muestran 
imágenes representativas de tres experimentos independientes. Puesto que ya comprobamos 
que la serotonina no estimula la proliferación de las hMSCs, descartamos que este resultado 
se deba a una mayor proliferación celular en el cultivo suplementado con 5-HT. Por tanto, 
aunque éste es sólo un análisis preliminar, sugiere que la señalización de 5-HT puede alterar 
la capacidad migratoria de las hMSCs en estos cultivos y concuerda con nuestros resultados 






1.7  La 5-HT activa la MAPK ERK1/2 en hMSCs a través de sus receptores    
5-HT2A y 5-HT2B 
 
Una de las dianas celulares conocidas para la señalización de 5-HT, tanto por 
activación del receptor como mediante su entrada en el citoplasma a través de su 
transportador, es la vía de las MAPKs. Analizamos las cinéticas de fosforilación de las MAPKs 
ERK1/2 y P38 en las hMSCs en respuesta a 5-HT. Para ello cultivamos las células durante 24 
horas en medio mínimo y seguidamente estimulamos con 5-HT 50 μM durante los tiempos 
indicados (Fig. 15). A continuación, analizamos los extractos proteicos totales mediante 
Western-blot contra ERK1/2 y P38 fosforiladas. Como se observa en la Fig. 15A, la 5-HT 
estimuló significativamente la fosforilación de ERK1/2. El pico de activación se alcanzó tras 10 
minutos de exposición a 5-HT, pasado este tiempo los niveles de ERK1/2 activada 
disminuyeron hasta alcanzar niveles próximos al control tras 25 minutos de estímulo. En el 
caso de P38 observamos una débil activación en respuesta a 5-HT, detectándose un 
incremento en su fosforilación a los 10 minutos del estímulo serotonérgico (Fig. 15B). Por 
Fig. 14. La 5-HT estimula la 
migración de hMSCs. Ensayo 
de migración por herida en 
cultivos de hMSCs 
mantenidos durante 24 horas 
en DMEM-LG suplementado 
o no (control) con 5-HT 50 
μM. La herida inicial se 




tanto, estos datos indican que ERK1/2 es una diana de la señalización de 5-HT en los cultivos 
de hMSCs.  
Con el objetivo de determinar 
la implicación de los distintos 
receptores serotonérgicos y el 
transportador 5-HTT en esta 
fosforilación de ERK1/2 por   
5-HT, realizamos otro ensayo 
similar utilizando distintos 
inhibidores específicos para  
5-HT1B (SB224289, 1 μM),   
5-HT2A (ketanserina, 10 μM), 
5-HT2B (SB204741, 1 μM) y  
5-HTT (fluoxetina, 1 μM), 
proteínas cuya expresión 
comprobamos en los cultivos 
de hMSCs. Para ello, tras 
incubar las células durante 30 
minutos con cada uno de los 
inhibidores en medio mínimo, 
se realizó un estímulo de 15 
minutos con 5-HT 50 μM. 
Como se muestra en la Fig. 
16, la inhibición tanto del 
receptor 5-HT2A como del 5-
HT2B abolió el efecto de la 5-
HT sobre la fosforilación de 
ERK1/2. La inhibición del 
receptor 5-HT1B condujo a 
una disminución en esta 
respuesta de las hMSCs a 5-HT. Estos resultados indican un papel fundamental para los 






Fig. 15. La 5-HT induce la fosforilación de ERK1/2 en hMSCs. 
Análisis mediante Western-blot de la fosforilación de ERK1/2 (A) y 
P38 (B) inducida por 5-HT en hMSCs. Se analizaron extractos 
proteicos totales de hMSCs cultivadas en medio mínimo y 
estimuladas con 5-HT 50 μM durante los tiempos indicados. Se 










1.8 El E2 activa ERK1/2 en hMSCs. Relación con el estímulo serotonérgico 
 
Como ya hemos comentado, muchos de los efectos de los estrógenos han sido 
atribuidos a la regulación de cascadas de señalización citoplasmáticas independientes de sus 
receptores nucleares, entre ellas la vía de las MAPKs. La activación de ERK1/2 por E2 ha 
sido extensamente estudiada en varios tipos celulares, incluidas células de cáncer de mama 
(Castoria et al., 1999), endoteliales (Chen et al., 1999), de neuroblastoma (Watters et al., 
1997) y osteoblásticas (Endoh et al., 1997; Jessop et al., 2001). Además, distintos trabajos 
sugieren que los efectos esqueléticos de los estrógenos son mediados a través de sus 
acciones no genómicas e implican la activación de ERK1/2 (Manolagas SC., 2002; Kousteni 
S., 2002; Almeida M., 2006). Puesto que nuestros datos parecen sugerir otras acciones para 
el E2 además de las mediadas por la actividad transcripcional de ER, estudiamos la cinética 
de fosforilación de ERK1/2 en respuesta a E2. Para ello, analizamos mediante Western-blot 
para p-ERK1/2 extractos proteicos totales de hMSCs estimuladas con E2 40 nM en medio 
mínimo durante los tiempos indicados (Fig. 17A). Como indica la gráfica, la acción de E2 
condujo a una fuerte inducción de la fosforilación de ERK1/2, alcanzándose el pico de 
activación tras 20 minutos. Por tanto, nuestros resultados indican que la señalización de E2 
en los cultivos de hMSCs conduce a la activación de ERK1/2, alcanzándose valores mayores 
y más prolongados que con el estímulo serotonérgico. 
Fig. 16. 5-HT2B y 5-HT2B 
median la fosforilación de 
ERK1/2 inducida por 5-HT. 
Análisis mediante Western-blot 
de la fosforilación de ERK1/2 
inducida por 5-HT en presencia 
de los inhibidores específicos 
SB224289 1 μM (5-HT1B), 
ketanserina 10 μM (5-HT2A), 
SB204741 1 μM (5-HT2B) y 
fluoxetina 1 μM (5-HTT). Se 
analizaron extractos proteicos 
totales de hMSCs estimuladas 
con 5-HT 50 μM durante 15 
minutos tras una incubación de 
30 minutos cada inhibidor, o el 
vehículo (control) en medio 
mínimo. Los resultados son 





Con estos datos, y puesto que 
nuestros resultados indican una 
sinergia entre las acciones de 5-HT y 
E2 en la proliferación de las hMSCs, 
analizamos la activación de ERK1/2 
en respuesta a la acción conjunta de 
ambas hormonas. Estimulamos las 
hMSCs durante 15´ con 5-HT 50 μM, 
E2 40 nM o ambas. Así, constatamos 
que el estímulo con E2 conduce a 
una activación de ERK1/2 superior a 
la inducida por 5-HT (Fig. 17B). 
Además, cuando el estímulo se 
realizó con las dos hormonas 
conjuntamente, el nivel de 
fosforilación alcanzado fue el mismo 
que cuando se estimuló sólo con 5-
HT. Por tanto, los datos indican que 
las vías de señalización activadas 
tanto por 5-HT como por E2 en las 
hMSCs conducen a la activación de 
ERK1/2 y que no existe una sinergia 
entre estas acciones. En su lugar, la 
fosforilación de ERK1/2 en respuesta 
a E2 es abolida por la presencia de 
5-HT en el cultivo. Este dato sugiere 
una relación entre los sistemas de 
señalización activados por la 5-HT y 
el E2 en las hMSCs. 
 
 
1.9 La 5-HT induce la generación de especies reactivas de oxígeno (ROS) y la 
activación de factores FoxO en las hMSCs 
 
Como mencionamos en la introducción, uno de los mecanismos de señalización de 
las aminas biógenas implica la captación de éstas hacia el interior celular a través de su 
Fig. 17. El E2 induce la fosforilación de ERK1/2 en hMSCs 
de manera dependiente de la presencia de 5-HT. Análisis 
mediante Western-blot de la fosforilación de ERK1/2 inducida 
por E2. Se analizaron extractos proteicos totales de hMSCs 
estimuladas con E2 40 nM en medio mínimo durante los 
tiempos indicados (A), o con las combinaciones de 5-HT y E2 
indicadas durante 10 minutos (B).  En ambos casos, A y B, 




transportador específico y su subsiguiente degradación por la acción de oxidasas de aminas 










Fig. 23. La 5-HT induce la generación de ROS y la activación de factores FoxO en las hMSCs. (A) Análisis mediante 
DCFDA de la producción de H2O2 en respuesta a 5-HT. Se cultivaron hMSCs en DMEM-LG (baja glucosa) y DMEM-
HG (alta glucosa) y se estimularon durante 1 hora con 5-HT 50 μM. Se muestran imágenes representativas del 
ensayo en condiciones de baja glucosa (similares a las obtenidas con alta glucosa). (C) Cuantificación de la señal 
DCF como medida del H2O2 generado en las distintas condiciones experimentales expuestas en A. (B) 
Inmunocitoquímica para factores FoxO en hMSCs cultivadas en medio mínimo (control) y estimuladas 1 hora con 5-
HT 50 μM y cuantificación de los núcleos positivos para FoxO en un total de 500 células (D). Los núcleos aparecen 
marcados con DAPI. En ambos casos se utilizó como control positivo un estímulo de 10 minutos con H2O2 100 μM. 




Los productos generados durante esta oxidación incluyen el peróxido de hidrógeno (H2O2), 
una ROS que actúa como segundo mensajero regulando distintas rutas de transducción de 
señales en diversas funciones celulares como proliferación, diferenciación, migración y 
apoptosis (Nishio and Watanabe, 1997; Sauer et al., 2000; Sundaresan et al., 1995; 
Thannickal and Fanburg, 2000). Este mecanismo de señalización de la 5-HT ha sido descrito 
en distintos tipos celulares, como células de músculo liso (Lawrie et al., 2005) y 
cardiomiocitos (Bianchi et al., 2005a; Bianchi et al., 2005b;Foussal C y col., 2010) y también 
en MSCs (Trouche et al.). Curiosamente, se ha descrito que el receptor 5-HT2B está 
acoplado a la producción de H2O2 a través de la activación de NADPH oxidasa tanto en 
cardiomiocitos (Lawrie et al., 2005; Lee et al., 1998; Liu et al., 2004) como en células 
neuronales (MacFarlane et al.; Pietri et al., 2005; Schneider et al., 2006). Para valorar el 
posible efecto de la 5-HT sobre la producción de H2O2 en hMSCs, se cultivaron éstas en 
condiciones de baja (DMEM-LG) y alta glucosa (DMEM-HG) y se expusieron durante una 
hora a 5-HT 50 μM. La cantidad de H2O2 generado en cada condición se valoró mediante 
marcaje con DCFDA (ver Material y Métodos), utilizándose como control positivo la exposición 
a H2O2 100 μM durante 10 minutos. Como se muestra en la Figs. 23A y 23C, en ambas 
condiciones de cultivo el estimulo serotonérgico condujo a un notable incremento en la 
generación de ROS. Estos resultados sugieren que la 5-HT puede estimular la generación de 
ROS en los cultivos de hMSCs.  
 
Como mediadores fundamentales de la señalización ROS, estudiamos la respuesta 
de los factores de transcripción FoxO al estímulo con 5-HT. Estimulamos cultivos de hMSCs 
con 5-HT 50 μM tras 24 horas de deprivación de FBS. Después de una hora de estímulo, 
realizamos una inmunocitoquímica con un anticuerpo que reconoce a los miembros FoxO1, 
FoxO3 y FoxO4 de la familia FoxO. Como control positivo utilizamos el estímulo con H2O2 100 
μM durante 10 minutos. Los resultados obtenidos (Figs. 23B y 23D) muestran una 
acumulación de factores FoxO en los núcleos de las hMSCs estimuladas con 5-HT, lo que 
sugiere que la señalización de 5-HT conduce a la activación de los factores FoxO en estas 
células, probablemente a través del estímulo de la señalización ROS observado. 
 
 
1.10 La activación de ERK1/2 en respuesta a serotonina es dependiente del 
estatus oxidativo celular y de la actividad NADP(H) oxidasa en hMSCs  
 
Los mejores ejemplos de la implicación de ROS en la activación de ERK1/2 han sido 
proporcionados por receptores de factores de crecimiento ligados a tirosín quinasas, como los 




growth factor). Sin embargo, el papel de receptores acoplados a proteínas G ha sido menos 
explorado. Puesto que nuestros resultados indican que la 5-HT induce tanto la generación de 
ROS como la activación de ERK1/2 en hMSCs, estudiamos si esta fosforilación de ERK1/2 es 
dependiente del estatus oxidativo celular. Para ello expusimos las células a 5-HT 50 μM 
durante 15 minutos, tras un pretratamiento de 30 minutos con el antioxidante NAC 20 mM o 
con el inhibidor específico de la fosforilación de ERK1/2 U0126 10 μM como control. A 
continuación, analizamos los extractos proteicos totales de estos cultivos mediante Western-
blot contra pERK1/2. En la Fig. 24A podemos observar que la presencia de NAC en el cultivo 
abolió el efecto de la 5-HT sobre la fosforilación de ERK1/2. Por tanto, los resultados sugieren 











Puesto que, como ya hemos indicado, distintos trabajos indican que la 5-HT puede inducir la 
activación de ERK1/2 activando las enzimas productoras de ROS MAO-A y NAD(P)H 
oxidasa, estudiamos la implicación de estas proteínas en la acción de la 5-HT sobre ERK1/2. 
Para ello tratamos cultivos de hMSCs durante 30 minutos con los inhibidores específicos 
clorgilina (100 μM) para MAO-A y DPI (1 μM) para NAD(P)H oxidasa. A continuación 
estimulamos las células con 5-HT 50 μM durante 15 minutos y analizamos la cantidad total de 
proteína ERK1/2 fosforilada mediante Western-blot. En la Fig. 24B puede apreciarse que la 
Fig. 24. La fosforilación de ERK1/2 por 5-HT en hMSCs es dependiente de la generación de ROS por actividad 
NADP(H) oxidasa. (A) Western blot para pERK1/2 de hMSCs cultivadas en las condiciones indicadas. Se 
preincubaron las células con el antioxidante NAC 20 mM, con U0126 10 μM o con el vehículo (DMSO, control) 
durante 30 minutos y seguidamente se estimularon con 5-HT 50 μM, E2 40 nM, una combinación de ambas o  





inhibición de la actividad NAD(P)H oxidasa con DPI abolió la fosforilación de ERK1/2 inducida 
por 5-HT. Sin embargo, el tratamiento con clorgilina no afectó a esta acción de la serotonina.  
 
Aunque nuevos experimentos son necesarios, estos resultados indican que la 
señalización serotonérgica en hMSCs, como en otros tipos celulares, puede conducir a la 
fosforilación de ERK1/2 estimulando la generación de ROS a través de la activación de 
NAD(P)H oxidasa.  
 
 
1.11 La 5-HT induce la translocación nuclear de c-Fos en hMSCs mediante la 
activación de 5-HT2A, NAD(P)H oxidasa y ERK1/2 
 
c-Fos es un factor de transcripción fundamental en el tejido óseo, lo que se aprecia 
claramente en su patrón de expresión durante el desarrollo esquelético (Sandberg et al., 
1988). El fenotipo de distintos ratones transgénicos indica efectos específicos de esta 
proteína en el esqueleto. Mientras que la expresión ectópica de c-Fos desde un promotor 
ubicuo no tiene efectos notables en la diferenciación celular de la mayoría de órganos, resulta 
en la transformación específica de los osteoblastos, conduciendo al desarrollo de sarcomas 
osteogénicos similares a  los osteosarcomas humanos (Grigoriadis et al., 1993). Por otra 
parte, los ratones deficientes en c-Fos desarrollan una osteopetrosis severa atribuida a la 
carencia de osteoclastos (Grigoriadis et al., 1994; Iotsova et al., 1997).  
 
En vista de que la acción de la 5-HT conduce a la activación de ERK1/2 en hMSCs, 
determinamos la acción de la 5-HT sobre la activación de c-Fos (diana de ERK1/2) en estas 
células. Para ello expusimos las células en cultivo, tras 24 horas de deprivación de FBS, a un 
único estímulo de 1 hora con 5-HT 50 μM. Puesto que nuestros resultados indican que 
ERK1/2 es también fosforilada por E2, así como que la señalización de 5-HT interfiere en esta 
acción, analizamos también la respuesta a los estímulos con E2 40 nM y con la combinación 
de 5-HT y E2. Determinamos la localización celular de c-Fos y analizamos paralelamente la 
distribución de c-Jun (diana de la MAPK JNK) en hMSCs mediante inmunocitoquímica. Como 
se muestra en la Fig. 18A, el estímulo con 5-HT estimuló la acumulación nuclear de c-Fos en 
hMSCs, y esta activación de c-Fos no se vio alterada por la presencia de E2 en el cultivo. El 
estímulo con E2, por el contrario, no modificó la distribución celular de esta proteína. Por otra 
parte, no se observan cambios aparentes en la localización subcelular de c-Jun en repuesta a 












Con el fin de confirmar la activación de c-Fos por 5-HT analizamos mediante Western-
blot contra c-Fos y c-Jun extractos proteicos nucleares de hMSCs expuestas a 5-HT 50μM 
durante 0,5, 1 y 2 horas, tras mantenerlas durante 24 horas sin FBS. En las Figs. 18B y 18C 
se comprueba que la 5-HT estimula la acumulación nuclear de la proteína c-Fos, y no de c-
Jun, tras una hora de estímulo. Por consiguiente, estos resultados indican que el estímulo 
serotonérgico conduce a una activación de la proteína c-Fos en los cultivos de hMSCs 
independientemente de la concentración de E2 en el medio. 
 
En vista de los resultados comprobamos si la acumulación nuclear de c-Fos 
observada era consecuencia de la activación de ERK1/2 en respuesta a 5-HT. Para ello 
realizamos un ensayo igual al de la Fig. 18A en el que pretratamos las células durante 30 
minutos con el inhibidor específico de MEK1/2 (MAPKK responsable de la fosforilación de 
ERK1/2) U0126 (10 μM). En la Fig. 19 puede apreciarse que la activación de c-Fos por 5-HT 
es efectivamente dependiente de la previa activación de ERK1/2. En la misma figura 
podemos observar una inmunocitoquímica paralela para pERK1/2 de estos mismos cultivos, 
Fig. 18. La 5-HT induce la acumulación nuclear de c-Fos en hMSCs. (A) Análisis inmucitoquímico de c-Fos y c-Jun. 
Las hMSCs fueron ayunadas durante 24 horas y seguidamente estimuladas con las hormonas indicadas durante 1 
hora. Las concentraciones utilizadas fueron 5-HT 50 μM y E2 40 nM. Los núcleos aparecen marcados con DAPI. (B) 
Western-blot para c-Fos y c-Jun de extractos nucleares de hMSCs estimuladas o no (control) con 5-HT 50 μM durante 
los tiempos indicados. (C) Cuantificación de la señal de banda de los geles anteriores por densitometría. Barra de 





como control de la inhibición de la fosforilación de ERK1/2 por 5-HT en presencia de U0126. 
Por tanto, los resultados sugieren una activación de la señalización ERK1/2 → c-Fos por 5-HT 




Determinamos qué componentes del sistema serotonérgico median la translocación 
nuclear de c-Fos dependiente de ERK1/2 en respuesta a 5-HT. Analizamos también la posible 
implicación de la generación de ROS por acción de la 5-HT que detectamos previamente. 
Con este propósito, pretratamos hMSCs mantenidas 24 horas en medio mínimo con 
inhibidores específicos para 5-HT1B (SB224289, 1 μM), 5-HT2A (ketanserina, 10 μM), 5-
HT2B (SB204741, 1 μM), 5-HTT (fluoxetina, 1 μM), MAO-A (clorgilina, 100 μM) y NAD(P)H 
oxidasa (DPI, 1 μM) durante 30 minutos. Seguidamente estimulamos las células durante una 
hora con 5-HT 50 μM y analizamos mediante Western-blot la presencia de c-Fos en los 
extractos proteicos nucleares de estos cultivos. Como se observa en la Fig. 20, tanto la 
inhibición del receptor 5-HT2A como del enzima NAD(P)H oxidasa abolieron la acción de la 5-
Fig. 19. La activación de 
c-Fos por 5-HT es 
dependiente de la previa 
fosforilación de ERK1/2.  
Análisis inmucitoquímico 
de c-Fos y pERK1/2 en 
hMSCs. Las células 
fueron ayunadas durante 
24 horas, incubadas 
durante 30 minutos con 
U0126 10 μM o el 
vehículo (DMSO, 
control), y seguidamente 
estimuladas con 5-HT 50 
μM durante 1 hora. Los 
núcleos aparecen 
marcados con DAPI. Las 
imágenes son 






HT sobre la proteína c-Fos. Además, se aprecia una disminución significativa en este 
estímulo serotonérgico en presencia del inhibidor de 5-HT2B. Por tanto, estos resultados 
sugieren que la activación de c-Fos en respuesta a 5-HT en hMSCs es dependiente de las 
actividades de su receptor 5-HT2A y del enzima NAD(P)H oxidasa. Asimismo, y en 
concordancia con nuestro análisis de la activación de ERK1/2, los datos indican que la 
activación del receptor 5-HT2B por 5-HT puede estimular también la acumulación nuclear de 
c-Fos. Aunque nuevos experimentos son necesarios, los datos concuerdan con una 
señalización NAD(P)H oxidasa→ROS→ERK1/2→c-Fos activada por 5-HT a través de su 
acción sobre los reptores 5-HT2A y 5-HT2B, siendo la actividad de 5-HT2A necesaria para 
esta respuesta de las hMSCs a 5-HT. La importancia de esta activación de NAD(P)H oxidasa 
por 5-HT a través de los receptores 5-HT2A ya ha sido descrita en otras funciones de la 
serotonina, como el estímulo de la actividad neuronal (Peng YJ., 2006; MacFarlene PM., 
2001), la proliferación de células mesangiales (Grewal JS., 1999; Greene EL., 2000) y la 





1.12 La migración de hMSCs es dependiente de las actividades de NADPH 
oxidasa y ERK1/2  
 
Recientemente se ha descrito que la generación intracelular de ROS y la consecuente 
activación de rutas de señalización específicas es un evento crítico para la migración de las 
MSCs (Novo et al.). Ya que nuestros resultados indican que la 5-HT es capaz tanto de 
Fig. 20. La acumulación nuclear 
de c-Fos  inducida por 5-HT 
depende de las actividades de 
5-HT2A y NA(P)H oxidasa. 
Western-blot para c-Fos de 
extractos nucleares de hMSCs 
estimuladas o no (control) con 
5-HT 50 μM durante 1 hora en 
presencia de los inhibidores 
indicados. La gráfica representa 
la señal de banda de los geles 
obtenida por densitometría y es 





promover la migración de hMSCs como de estimular la señalización ROS en estas células, 









Para ello realizamos un ensayo de herida (ver Materiales y Métodos) en el que valoramos la 
cantidad de células migradas tras 24 horas al inhibir la actividad de las enzimas generadoras 
de ROS MAO-A y NAD(P)H oxidasa. Nuevamente, utilizamos los inhibidores específicos 
clorgilina (100 μM) para MAO-A y DPI (1 μM) para NAD(P)H oxidasa. Como se observa en la 
Fig. 25, la inhibición de la actividad NADPH oxidasa resultó en una ausencia total de células 
migradas hacia la herida. Sin embargo, la migración celular en presencia del inhibidor de 
MAO-A fue similar al control, lo que parece indicar que la generación de ROS por actividad 
NADPH oxidasa, y no mediante MAO-A, es un mecanismo fundamental para la migración de 
hMSCs. En vista de que nuestros resultados indican un papel para la señalización ROS en la 
activación de ERK1/2 en estas células, valoramos asimismo la posible implicación de esta 
quinasa en la migración de hMSCs, para lo que utilizamos el inhibidor U0126 (10 μM). Como 
puede apreciarse en la Fig. 25, la migración de hMSCs se ve claramente reducida en 
presencia de U0126, lo que indica una participación de ERK1/2 en este proceso. Realizamos 
los mismos ensayos de herida incubando las células con cada uno de los inhibidores junto 
con 5-HT 50 μM. Como se muestra en la Fig. 25, el estímulo de la migración de hMSCs por 5-
HT no se ve alterado por la acción de la clorgilina. Por el contrario, en los cultivos en los que 
inhibimos NADPH oxidasa o ERK1/2, la 5-HT no altera la migración celular. En concordancia 
con los resultados anteriores, estos datos sugieren que la/s ruta/s de señalización activadas 
Fig. 25. La migración de hMSCs es dependiente de las actividades de ERK1/2 y de NADPH oxidasa. Migración de 
hMSCs en presencia de los inhibidores de ERK1/2 (U0126 10 μM), MAO-A (clorgilina 100 μM), NADPH oxidasa 
(DPI 1 μM), o el vehículo (DMSO, control). Se realizó un ensayo de herida y se valoró la migración alcanzada por las 
hMSCs tras 24 horas en DMEM-LG suplementado con cada uno de los inhibidores y en presencia o no de 5-HT 50 




por 5-HT en las hMSCs implican tanto a NADPH oxidasa como a ERK1/2, y son 
independientes de la actividad de MAO-A.  
 
 
1.13 Receptor de glucocorticoides (GR) y c-Fos en respuesta a 5-HT 
 
Es ampliamente conocido que a bajas concentraciones los glucocorticoides estimulan la 
diferenciación osteoblástica de las MSCs, mientras que altas concentraciones incrementan la 
adipogénesis en estas células. De hecho, el cóctel de diferenciación adipogénica (AIM) 
comúnmente usado en los protocolos de diferenciación de MSCs contiene una concentración 
de dexametasona mil veces superior a la del medio de inducción osteogénico (OIM) (Pittenger 
1999). Esto nos llevó a estudiar la posible relación de la señalización de glucocoticoides con 
la acción de la 5-HT en las MSCs, para lo que analizamos la distribución subcelular de GR en 
las hMSCs y su posible respuesta al estímulo serotonérgico. Igualmente, analizamos la 
respuesta de GR y c-Fos a los estímulos con estrógenos y con glucocorticoides. Con este fin, 
cultivamos hMSCs en medio mínimo durante 24 horas y seguidamente suplementamos el 
medio durante una hora con 5-HT (50 μM), E2 (40nM), Dexametasona (Dex, 100nM), 5-HT 
más E2 o 5-HT más Dex. A continuación, realizamos una inmunocitoquímica doble contra GR 
y c-Fos. Como observamos en la Fig. 21, el receptor de glucorticoides muestra una 
localización predominantemente nuclear en todas las condiciones analizadas. Se aprecia 
también que el estímulo con 5-HT conduce a la acumulación nuclear de c-Fos y que esta 
acción no se ve alterada ni por la presencia de E2 (como ya habíamos observado) ni por la de 
dexametasona. En la misma figura se muestra también una inmunocitoquímica de los mismos 
cultivos para c-Jun, donde volvemos a observar la situación predominantemente nuclear de 
esta proteína en todas las condiciones analizadas, también con el estímulo con 
glucocorticoides (Dex). Por tanto, estos resultados indican que las hMSCs mantenidas en 
ausencia de FBS muestran las proteínas GR y c-Jun activadas en el núcleo, mientras que la 
proteína c-Fos apenas es detectable. La acción de la 5-HT, sin embargo, conduce a una 
notable activación de c-Fos sin alterar de manera evidente ni GR ni c-Jun. Como una primera 
aproximación para estudiar una posible modulación de los complejos GR/AP-1 por la 
activación de c-Fos por 5-HT, analizamos estas muestras con microscopía confocal. Como se 
muestra en la Fig. 22, las imágenes obtenidas son compatibles con una situación en la que la 








Fig. 26. La proteína c-Fos activada por 5-HT podría interactuar con GR en el núcleo de las hMSCs. 
Inmunocitoquímica doble para GR y c-Fos e inmunocitoquímica para c-Jun.  Las hMSCs fueron ayunadas durante 
24 horas y seguidamente estimuladas con las hormonas indicadas durante 1 hora. Las concentraciones utilizadas 
fueron 5-HT 50 μM, E2 40 nM y Dex (dexametasona) 100nM. Los núcleos de las células marcadas con el 
anticuerpo de c-Jun se muestan con DAPI. Las imágenes son representativas de tres experimentos 

















Fig. 27. c-Fos activado por 5-HT podría interactuar con GR en el núcleo de las 
hMSCs. Imágenes de microscopía confocal de las preparaciones de la Fig. 26. 




2. La serotonina estimula la adipogénesis en hMSCs 
 
2.1 Caracterización de la diferenciación adipocítica de hMSCs 
 
Las células hMSCs aisladas de médula ósea tienen el potencial para diferenciarse en 
adipocitos en un proceso durante el que sufren cambios morfológicos aparentes, pasando de 




La Fig. 28 recoge imágenes representativas del proceso de diferenciación adipocítica en los 
cultivos de hMSCs inducidos con el medio de inducción adipogénica (AIM). Puede observarse 
el desarrollo de pequeñas vesículas lipídicas, fácilmente distinguibles en la imagen por su alta 
refracción, que se van acumulando en el citoplasma. Con la progresión del proceso de 
Fig. 28. Diferenciación adipocítica de hMSCs.      
(A) Estudio de los cambios morfológicos 
experimentados por las hMSCs durante su 
diferenciación a adipocitos. Las células se cultivaron 
en medio de crecimiento hasta alcanzar la confluencia 
y entonces fueron mantenidas en medio adipogénico 
AIM durante 5 semanas. Se tomaron fotografías en los 
tiempos indicados, eligiendo en cada caso las células 
en estadíos de disferenciación más avanzados. Las 
imágenes son representativas de los distintos ensayos 
de diferenciación con AIM mostrados en este trabajo. 
(B) Detalle de la heterogeneidad de un cultivo de 





diferenciación, estas vesículas se fusionan entre sí hasta dar lugar a una única y gran 




El análisis clonal de MSCs derivadas de una variedad de especies revela que las MSCs 
multipotentes representan sólo entre un 20 y un 40% del total de la población MSC 
(Kuznetsov et al., 1997). En la Fig. 13B se muestra una fotografía representativa de un cultivo 
de hMSCs mantenido bajo condiciones adipogénicas (AIM) durante tres semanas. En ella 
puede apreciarse la heterogeneidad del cultivo, en el que observamos células en diferentes 
estadíos de diferenciación adipocítica entre una amplia población de células no diferenciadas. 
En la Fig. 29 mostramos cultivos de hMSCs mantenidos con medio inductor de adipogénesis 
durante distintos tiempos (tres días, una semana y dos semanas) y seguidamente incubados 
con el marcador específico de lípidos Bodipy 488. De este modo comprobamos la naturaleza 
lipídica de las vesículas desarrolladas en el citoplasma de las hMSCs en respuesta al cultivo 
con medio adipogénico. Asimismo, analizamos la expresión de mensajeros de distintos genes 
que definen el programa de diferenciación adipocítica en estos cultivos. Analizamos mediante 
RT-PCR cuatro cultivos de hMSCs mantenidos en condiciones de crecimiento (control) frente 
a otros cuatro mantenidos en condiciones de diferenciación con AIM durante dos semanas. 
En la Fig. 30 se observan resultados representativos de tres ensayos independientes. Se 
aprecia la expresión de PPARγ2 (peroxisome proliferator-activated receptor γ2), C/EBPα 
(CCAAT-enhancer binding protein α) y aP2 (adipocyte fatty acid binding protein), genes 
principales en la adipogénesis, específicamente en las células diferenciadas, no detectándose 
mensajeros en los cultivos control. Igualmente, en las células inducidas con AIM, y aunque la 
PCR no es cuantitativa, se aprecia una mayor expresión génica de LPL (lipoprotein lipase), 
Fig. 29. Identificación 
de vesículas lipídicas 
en cultivos de hMSCs 
diferenciados con AIM. 
Las hMSCs se 
cultivaron en medio 
adipogénico AIM 
durante 3 días y 1 y 2 
semanas. 
Seguidamente, las 
células se fijaron e 
incubaron con el 
marcador específico de 
lípidos Bodipy 488. Los 
núcleos aparecen 





adiponectina (ADIPOQ) y el transportador de glucosa GLUT-4, todos ellos genes con una alta 
expresión en adipocitos. Además, detectamos la expresión de las adipoquinas leptina, IL-6 
(interleukin-6) y TNF-α (tumour necrosis factor α), proteínas secretadas típicamente por los 
adipocitos, en hMSCs cultivadas en cada una de las dos condiciones. Este resultado sugiere 
que las hMSCs pueden ser, junto con los adipocitos, células secretoras de estas adipoquinas 





Como factor clave en la diferenciación adipocítica en la Fig. 31A se muestra, mediante 
análisis de extractos proteicos totales por Western-blot, el incremento en la expresión de 
C/EBPβ en las hMSCs en respuesta a dos semanas de inducción con AIM en relación al 
cultivo en condiciones de crecimiento. En la Fig. 31B podemos observar una 
inmunocitoquímica de estas mismas células en la que se aprecia como además de haber una 
mayor producción de C/EBPβ, hay una mayor cantidad de ésta activada, como se interpreta 
por la acumulación nuclear de la proteína.  
 
Los resultados mostrados se repitieron en cultivos de hMSCs de diferentes donantes 
sanos, demostrando que las MSCs aisladas de médula ósea siguen el programa definido de 
diferenciación adipocítica al ser inducidas con AIM en cultivo. 
 
Fig. 30. Expresión de genes 
característicos de adipocito en 
hMSCs diferenciadas con AIM. 
Se aisló el ARN total de 4 
cultivos de hMSCs mantenidos 
en medio adipogénico AIM 
durante 2 semanas y de 4 
cultivos de hMSCs en 
condiciones de crecimiento 
(control). A continuación, se 
analizó mediante RT-PCR la 
expresión de los genes 
indicados. Como control de la 
cantidad de ARNm total utilizada 








2.1.1. Las hMSCs mantienen la expresión del sistema para sintetizar y responder 
a 5-HT durante su programa adipogénico 
 
Los ratones knockout  para Htr2c (5-HT2C) desarrollan obesidad como resultado de 
un control anormal de la ingesta de alimentos, lo que indica el papel de este receptor como 
responsable del control serotonérgico del apetito en el SNC (Tecott et al., 1995). Por otra 
parte, dos trabajos muy recientes muestran que la serotonina regula directamente tanto la 
diferenciación (Kinoshita et al.) como la función del adipocito (Stunes et al.) vía circulación 
sanguínea y/o mediante mecanismos paracrinos y autocrinos, y no sólo indirectamente vía 
SNC como se había asumido previamente. Los autores determinan además la expresión de 
Tph-1, 5-HTT y varios receptores serotonérgicos (5-HT2A, 5-HT2B y 5-HT2C) tanto en 
preadipocitos 3T3-L1 como en adipocitos primarios aislados de tejido visceral de rata. Sin 
embargo, aún no se ha estudiado la posible implicación de la serotonina en la diferenciación 
adipogénica de las MSCs en la médula ósea. Tampoco se ha determinado si los adipocitos 
medulares derivados de MSCs expresan, como los adipocitos viscerales, proteínas 
específicas del sistema de señalización serotonérgico. Con estos antecedentes, y puesto que 
nuestros resultados indican la expresión de varios componentes del sistema serotonérgico en 
hMSCs cultivadas en condiciones de crecimiento, analizamos si las hMSCs en proceso de 
diferenciación adipocítica seguían expresando estas proteínas. 
Fig. 31. Expresión y localización nuclear 
de C/EBPβ en hMSCs diferenciadas con 
AIM. (A) Análisis de la expresión de 
C/EBPβ en respuesta a la inducción 
adipogénica. Se analizaron extractos 
proteicos totales mediante Western-blot 
contra C/EBPβ de hMSCs mantenidas 
en medio de crecimiento (control) o en 
AIM durante 2 semanas. (B) Análisis 
inmunocitoquímico de la acumulación 
nuclear de C/EBPβ en respuesta a la 
inducción adipogénica. Las condiciones 
analizadas (control y AIM) fueron las 
mismas que en A. Los núcleos 
aparecen marcados con DAPI. Barra de 







Con este fin, realizamos inmunocitoquímicas específicas contra estas proteínas en cultivos de 
hMSCs mantenidos durante dos semanas en AIM. Asimismo, y teniendo en cuenta nuestros 
datos que indican una relación entre 5-HT y E2 en estas células, realizamos este análisis en 
las mismas condiciones pero suplementando el medio inductor con 5-HT 50 μM, E2 40 nM o 
una combinación de ambas. Como se observa en la Fig. 32, en todas las condiciones de 
diferenciación, con suplemento hormonal o no, se detecta la expresión de 5-HTT, 5-HT1B, 5-
HT2A y 5-HT2B. Por tanto, este resultado sugiere un posible papel para la serotonina en la 
diferenciación/función de los adipocitos derivados de las hMSCs medulares.  
Fig. 32. Las hMSCs expresan el sistema para sintetizar y responder a 5-HT durante su programa adipogénico. 
Análisis inmunocitoquímico para la expresión específica de las proteínas 5-HTT, 5-HT1B, 5-HT2A y 5-HT2B. Las 
hMSCs se cultivaron en medio adipogénico AIM durante 2 semanas en presencia o no de 5-HT 50μM, E2 40 nM o 







Anteriormente mostramos el comportamiento heterogéneo de las hMSCs de los cultivos 
adipogénicos (Fig. 28B). Ante esta observación, comprobamos que las células que mostraban 
una inmunocitoquímica positiva para proteínas del sistema serotonérgico estaban 
efectivamente desarrollando un programa adipogénico. Para ello realizamos 
inmunocitoquímicas separadas para 5-HTT junto a uno de tres indicadores de la progresión 
de la adipogénesis: PPARγ2, adiponectina y vesículas lipídicas (detectadas con Bodipy 488), 
utilizando cultivos de hMSCs inducidos con AIM durante una, dos y tres semanas, 
respectivamente. Los resultados se muestran en la Fig. 33, donde se observa la coexpresión 
de 5-HTT y PPARγ2 activado (nuclear), 5-HTT y adiponectina (proteína específica de 
adipocito) y 5-HTT y vesículas lipídicas (características de preadipocitos/adipocitos 
diferenciados) durante la diferenciación adipocítica de hMSCs. Por tanto comprobamos que, 
efectivamente, estas las hMSCs expresan proteínas específicas de la señalización de 5-HT 
durante su diferenciación a adipocitos.  
 
2.1.2. Los estrógenos durante el programa adipogénico de las hMSCs  
 
Las células hMSCs de médula ósea expresan el enzima aromatasa para la síntesis de 
estrógenos y los receptores ERα y ERβ (Fig. 12). Como puede observarse en la Fig. 34A esta 
expresión persiste en los adipocitos derivados en cultivo, detectándose la expresión de estas 
Fig. 33. Las hMSCs expresan 
proteínas específicas de la 
señalización de 5-HT durante 
su programa adipogénico. 
Análisis inmunocitoquímico 
de la coexpresión de 5-HTT y 
tres marcadores de distintas 
fases de la diferenciación 
adipocítica. Las hMSCs se 
mantuvieron en medio 
adipogénico durante una 
(PPARγ2), dos (adiponectina) 
y tres semanas (lípidos, 
marcados con Bodipy 488). 











La localización celular de ER en hMSCs en adipogénesis y su respuesta al estímulo 
con E2 y/o 5-HT se muestra en la Fig. 34B. Observamos la expresión específica de ER en 
hMSCs bajo inducción adipogénica. En las cuatro condiciones analizadas, la proteína ER se 
detecta en el citoplasma, no detectándose ER en el núcleo celular. Además, igual que 
encontramos para las hMSCs cultivadas en condiciones de crecimiento, parte de la proteína 
ER parece estar asociada a microtúbulos en las hMSCs en adipogénesis. Este resultado 
sugiere que la acción del 17β-estradiol en la adipogénesis de hMSCs podría ser mediada por 
su señalización no canónica, induciendo la activación de quinasas citoplasmáticas 
independientemente de la actividad transcripcional de ER. Precisamente, esta señalización no 
genómica parece ser la responsable de la acción del E2 sobre la diferenciación osteoblástica 
de MSCs, donde se ha demostrado que la señalización de E2 es independiente de la unión 
de ER al ADN (Almeida M., 2010).  
 
Fig. 34. Las hMSCs expresan un sistema para sintetizar y 
responder a E2 durante su programa adipogénico. (A) 
Análisis mediante RT-PCR de la expresión de los genes 
del sistema de estrógenos que se indican en la imagen. 
Se utilizó ARN total aislado de hMSCs mantenidas en 
condiciones de crecimiento (control) o en AIM durante 4 
semanas. Se muestran los resultados obtenidos en 4 
muestras distintas para condición. (B) Análisis 
inmunocitoquímico de la expresión de la proteína ER total 
(ERα y ERβ). Las hMSCs se cultivaron en medio 
adipogénico AIM durante 2 semanas en presencia o no de 
5-HT 50μM, E2 40 nM o una combinación de ambas 
hormonas. Los núcleos aparecen marcados con DAPI. 





2.2 Regulación de la adipogénesis por 5-HT en hMSCs 
 
Se ha sugerido que la serotonina puede ser un factor paracrino/autocrino requerido 
para la diferenciación de adipocitos (Kinoshita et al.), actuando principalmente a través de los 
receptores 5-HT2A y 5-HT2C. Consecuentemente, diseñamos estrategias para obtener 
información sobre el papel de la serotonina en la diferenciación adipogénica de las MSCs de 
la médula ósea humana. 
 
2.2.1 La 5-HT estimula la acumulación de vesículas lipídicas durante la 
adipogénesis de hMSCs 
 
Para valorar si la serotonina afecta a la diferenciación de adipocitos desde las hMSCs 
cuantificamos la cantidad de vesículas lipídicas desarrolladas en el citoplasma de estas 
células en respuesta a 5-HT. Para ello, incubamos las células en medio inductor de 
adipogénesis (AIM) suplementado o no (control) con concentraciones crecientes de 5-HT 
(0,1-100 μM) durante cuatro semanas. A continuación se marcó y cuantificó el contenido 
lípidico del cultivo utilizando Oil Red O (ORO) como se describe en Materiales y Métodos. En 
la Fig. 35 se observa que la serotonina estimula la diferenciación adipocítica de las hMSCs de 
una manera dependiente de su concentración, incrementándose el contenido lipídico en más 
de dos y tres veces en respuesta a 5-HT 50 μM y 100 μM, respectivamente (Fig. 35B). En la 
Fig. 33A se muestran imágenes representativas de estos cultivos, antes y después de ser 
fijados y teñidos con ORO, donde se aprecia claramente el mayor desarrollo de vesículas 
lipídicas en respuesta a 5-HT. 
 
Puesto que nuestros datos indican que las hMSCs expresan Tph-1, enzima para la 
síntesis de 5-HT, determinamos la posible implicación de la actividad Tph-1 en la 
diferenciación adipocítica de estas células. Para ello utilizamos el inhibidor específico e 
irreversible de la actividad Tph p-clorofenilalanina (PCPA). Cultivamos las hMSCs en AIM 
suplementado con concentraciones crecientes de PCPA (0,1-100 μM) durante cuatro 
semanas y cuantificamos el contenido lipídico de los cultivos con ORO. Como se muestra en 
la Fig. 35C, la inhibición de la actividad Tph-1 por PCPA no modificó la cantidad de vesículas 
lipídicas en el cultivo. Este dato parece indicar que la actividad Tph-1 no opera en la 
diferenciación adipocítica de las hMSCs en cultivo, mientras que la 5-HT exógena sí tiene un 
claro efecto estimulador de la adipogénesis en estas células. Por tanto, nuestros resultados 
sugieren que la serotonina no estimula la diferenciación adipocítica de las hMSCs de la 
médula ósea mediante un mecanismo autocrino, pudiendo hacerlo a través de mecanismos 







2.2.2 La 5-HT estimula la expresión de genes del linaje adipogénico durante la 
diferenciación adipocítica de hMSCs 
 
En vista del resultado anterior, analizamos mediante RT-PCR la expresión de los 
genes específicos de adipocito PPARγ2, aP2 y LPL en cultivos adipogénicos suplementados 
con 5-HT. Para ello utilizamos el ARN total de hMCSs cultivadas durante dos semanas en 
AIM suplementado o no con 5-HT 10 μM y 50 μM. Como control de la diferenciación, 
analizamos el ARN de hMSCs mantenidas en medio de crecimiento.  
 
Fig. 35. La 5-HT estimula la 
acumulación de vesículas lipídicas en 
hMSCs inducidas con AIM.                 
(A) Desarrollo de vesículas lipídicas en 
cultivos de hMSCs mantenidos durante 
4 semanas en AIM suplementado o no 
(control) con las concentraciones de 5-
HT indicadas. Se muestran imágenes 
de los cultivos antes (a) y después de 
ser fijados y marcados con Oil Red O 
(ORO) (b). Barra de escala 100 µm.    
(B y C) Cuantificación de la señal ORO 
en cultivos de hMSCs mantenidos 4 
semanas en AIM (control) 
suplementado con las concentraciones 
indicadas de 5-HT (B) o PCPA (C). Se 






Como puede observarse en la Fig. 36, y en concordancia con los resultados anteriores, el 
estímulo serotonérgico condujo a un incremento en la expresión de estos tres genes en las 
hMSCs inducidas con AIM. Por tanto, los resultados indican que el suplemento del medio 
adipogénico con 5-HT lleva a una mayor expresión de genes del linaje adipocítico en las 
hMSCs, lo que apoya la acción proadipogénica de la 5-HT en estos cultivos. 
 
2.2.3 El estímulo proadipogénico de la serotonina es mediado por la activación 
del receptor 5-HT2A  y negativamente regulado por la actividad 5-HT2B 
 
La posible participación de los receptores serotonérgicos en la acción proadipogénica 
de la serotonina en las hMSCs se analizó utilizando los siguientes inhibidores específicos 
para las distintas proteínas: fluoxetina 1 μM (5-HTT), SB224289 1 μM (5-HT1B), ketanserina 
10 μM (5-HT2A) y SB204741 1 μM (5-HT2B). En la Fig. 37 se muestran los resultados 
obtenidos tras cuatro semanas de inducción adipogénica en presencia de los distintos 
inhibidores y 5-HT 50 μM. La inhibición del transportador 5-HTT con fluoxetina reduce 
significativamente la respuesta proadipogénica de las hMSCs a 5-HT, mientras que al inhibir 
el receptor 5-HT2A las hMSCs no responden al estímulo serotonérgico. La inhibición del 
receptor 5-HT2B, por el contrario, conduce a un incremento significativo en esta respuesta de 
las hMSCs a 5-HT. La actividad del receptor 5-HT1B no parece intervenir. Por tanto, los 
resultados sugieren que la activación del receptor 5-HT2A por 5-HT en hMSCs estimula su 
diferenciación adipocítica, siendo su actividad necesaria para esta respuesta celular a 5-HT. A 
Fig. 36. La 5-HT estimula la expresión de 
genes del linaje adipogénico en hMSCs.                 
(A) Análisis mediante RT-PCR de la 
expresión génica de aP2, LPL y PPARγ2. 
Las hMSCs se cultivaron durante 2 
semanas en medio de diferenciación AIM 
suplementado o no (control) con las 
concentraciones de 5-HT indicadas. A 
continuación se aisló el ARN total y se 
realizaron las distintas reacciones de   
RT-PCR. Como control de la 
diferenciación se incluyó el análisis de 
hMSCs mantenidas en condiciones de 
crecimiento (hMSCs). (B) Cuantificación 
mediante densitometría de la intensidad 
de banda de los geles anteriores. Los 






su vez, los datos muestran un papel tanto para el receptor 5-HT2B como para el 5-HTT como 
reguladores de este estímulo, lo que indica que la regulación de la adipogénesis de hMSCs 






2.2.4 Interdependencia entre las acciones proadipogénicas de 5-HT y E2 
 
Los resultados mostrados indican una interacción entre algunas de las acciones de   
5-HT y E2 en las hMSCs, por lo que nos propusimos estudiar la respuesta proadipogénica de 
las hMSCs a 5-HT en presencia de E2. Para ello, mantuvimos durante cuatro semanas 
cultivos de hMSCs en medio inductor de adipogénesis (AIM) suplementado o no con 5-HT (10 




En la Fig. 38 podemos observar como, en contradicción con lo publicado, el suplemento de 
AIM con E2 40 nM condujo a un fuerte incremento en el contenido lipídico del cultivo, 
alcanzándose valores mayores que con el estímulo serotonérgico. Sin embargo, cuando el 
medio inductor fue suplementado además de con E2 con 5-HT, las acciones proadipogénicas 
Fig. 37. 5-HT2A y 5-HT2B 
median la acción 
proadipogénica de la 5-HT. 
Cuantificación de lípidos 
mediante ORO en cultivos de 
hMSCs inducidas con AIM 
durante 4 semanas en 
presencia o no (control) de los 
inhibidores específicos 
indicados y suplementado o 
no con 5-HT 50 μM. Se 
muestra la media de tres 
experimentos independientes. 
 
Fig. 38. Interdepencia entre las 
acciones proadipogénicas de 5-HT y E2 
en hMSCs. Cuantificación con ORO del 
contenido lipídico en cultivos de hMSCs 
mantenidos en AIM suplementado o no 
(control) con las concentraciones y 
combinaciones indicadas de 5-HT y E2 





de ambas hormonas parecieron abolirse. Como se observa en la Fig. 36, la cantidad de 
vesículas lipídicas generadas en estos cultivos resultó próxima al control. Estos resultados 
indican que el E2, al igual  que la 5-HT, estimula la diferenciación adipocítica de hMSCs, así 




2.3 La 5-HT incrementa la viabilidad celular en los cultivos adipogénicos de 
hMSCs inducidos a largo plazo 
 
Durante nuestro trabajo con los cultivos adipogénicos de hMSCs observamos que al 
mantener la inducción durante largos periodos de tiempo (12-15 semanas) podíamos apreciar 
la muerte de algunos grupos de células en los cultivos al analizarlos bajo contraste de fases. 
Pero lo que nos resultó especialmente llamativo fue que los cultivos diferenciados con 
suplemento de 5-HT mostraban una apariencia normal, sin detectarse muerte celular 
aparente. Ante esta observación nos propusimos valorar este posible efecto de la serotonina 
sobre la viabilidad celular de estos cultivos. Para ello mantuvimos durante quince semanas 
cultivos de hMSCs inducidos con medio adipogénico suplementado con concentraciones 
crecientes de 5-HT y analizamos la viabilidad celular con MTT. En la Fig. 39A mostramos 
como la presencia de 5-HT conduce a un notable incremento en la viabilidad celular de estos 
cultivos dependiente de su concentración. Por tanto, estos resultados apoyan nuestra 
observación inicial e indican que el suplemento con 5-HT incrementa la viabilidad celular de 
los cultivos de hMSCs inducidos con medio adipogénico durante largos periodos de tiempo. 
También analizamos, del mismo modo, el efecto de distintas concentraciones de PCPA sobre 
la viabilidad de estos cultivos, para valorar el posible papel de la síntesis endógena de 5-HT 
en este proceso. Como se observa en la Fig. 39B, la inhibición de la actividad de Tph-1 
condujo sólo a una pequeña disminución en la viabilidad celular, que no resultó significativa. 
Por tanto, no parece que la actividad Tph-1 sea determinante en la viabilidad celular de los 








Analizamos también la implicación de distintos receptores serotonérgicos, así como 
del transportador 5-HTT, en esta acción de la serotonina. Para ello mantuvimos cultivos de 
hMSCs durante quince semanas con AIM suplementado con los inhibidores específicos 
fluoxetina 1 μM (5-HTT), SB224289 1 μM (5-HT1B), ketanserina 10 μM (5-HT2A) y SB204741 
1 μM (5-HT2B), en presencia o no (control) de 5-HT 50 μM. Seguidamente analizamos la 
viabilidad celular en cada condición con MTT. En la Fig. 39C puede apreciarse como la 
inhibición del receptor 5-HT2B conduce a un incremento significativo en la viabilidad del 
cultivo. Por tanto, estos resultados sugieren un importante papel para el receptor 5-HT2B en 
la viabilidad de los cultivos adipogénicos de hMSCs mantenidos a largo plazo. Precisamente, 
en cardiomiocitos se ha descrito que la inhibición de la actividad 5-HT2B, utilizando este 







Fig. 39. Viabilidad celular de 
cultivos de hMSCs inducidos 
con AIM a largo plazo. Las 
hMSCs se mantuvieron en 
AIM suplementado con las 
hormonas e inihbidores 
indicados  durante 15 
semanas. Seguidamente se 
determinó la viabilidad 






2.4 Las  5-HT induce la generación de ROS durante la adipogénesis de hMSCs 
 
La generación de ROS durante la adipogénesis se ha descrito tanto en preadipocitos 
3T3-L1 (Lee et al., 2009) como durante las primeras etapas de la diferenciación adipogénica 











Con estos datos, comropobamos la expresión de los enzimas generadores de ROS 
MAO-A, MAO-B y SSAO en hMSCs inducidas con AIM. Aislamos el ARN total de hMSCs 
mantenidas durante cuatro semanas en medio adipogénico y analizamos mediante RT-PCR 
la expresión génica de estas cuatro proteínas. Asimismo, analizamos el ARN de hMSCs 
mantenidas en condiciones de crecimiento. Como se observa en la Fig. 40D, las hMSCs 
Fig. 40. Altos niveles de ROS y de mensajeros para enzimas productoras de ROS en hMSCs inducidas con AIM. (A) 
Análisis del contenido en ROS con DCFDA de hMSCs cultivadas en medio mínimo (control) o AIM en presencia/ausencia 
de 5-HT 50 µM durante 30 minutos. (B) Cuantificación de la señal DCFDA de las imágenes de A (intensidad 
media/célula). (C) Visualización de ROS mediante marcaje con DCFDA en hMSCs inducidas con AIM durante 4 
semanas. Para la identificación de adipocitos marcamos las vesículas lipídicas con Bodipy 488.  (D) Análisis mediante 
RT-PCR de la expresión génica de MAO-A, MAO-B y SSAO. Se utilizó ARN total aislado de hMSCs mantenidas en 
condiciones de crecimiento (control) o de diferenciación (AIM) durante 4 semanas. Se muestran los resultados obtenidos 





expresan MAO-A, MAO-B y SSAO, y esta expresión se incrementa cuando son diferenciadas 
a adipocitos en cultivo. Determinamos también la generación de H2O2 en respuesta a 5-HT en 
hMSCs bajo inducción adipogénica. Para esto incubamos las células en medio de 
diferenciación adipogénica AIM suplementado o no con 5-HT 50 μM durante 30 minutos y 
detectamos el H2O2 generado mediante DCFDA, según se describe en Materiales y Métodos. 
Como control analizamos el contenido de H2O2 en hMSCs mantenidas en condiciones de 
crecimiento. En concordancia con la literatura, la adición de AIM al cultivo de hMSCs condujo 
a un drástico incremento en su contenido en ROS respecto al control (Fig. 40 A y B). Además, 
el suplemento de AIM con 5-HT incrementó significativamente esta generación de ROS en 
respuesta al estímulo adipogénico. Estos resultados indican que la inducción adipogénica de 
hMSCs conlleva un incremento en la concentración de ROS en estas células y que la acción 
de la 5-HT estimula este proceso. Por tanto, los datos sugieren un papel para la señalización 
ROS en la adipogénesis de hMSCs que puede ser estimulado por la señalización 
serotonérgica. En la Fig. 40C mostramos una imágen representativa de la señal DCFDA 
detectada en hMSCs mantenidas en medio adipogénico durante tres semanas. Las vesículas 
lipídicas aparecen además marcadas con Bodipy 488 como control de la diferenciación 
adipocítica de las hMSCs. 
 
 
2.5 Regulación de factores FoxO y β-catenina por 5-HT durante la 
adipogénesis de hMSCs 
 
Puesto que nuestros resultados muestran que la 5-HT induce la generación de ROS y 
la activación de factores FoxO en las hMSCs, así como un incremento en la diferenciación 
adipocítica de estas células en cultivo, estudiamos el comportamiento de FoxO y β-catenina 
durante el programa de diferenciación adipogénica de las hMSCs y su posible regulación por 
5-HT. Como los datos indican una relación entre las señalizaciones de 5-HT y de E2 en la 
adipogénesis de hMSCs, analizamos también si esta acción se ve modificada en condiciones 
de altas concentraciones de E2. Con este propósito, cultivamos las células en medio inductor 
de adipogénesis durante 3 días, una semana y dos semanas, en presencia o no de 5-HT 50 
μM, E2 40 nM o una combinación de ambas. Posteriormente analizamos la distribución 
celular de factores FoxO y β-catenina en estas células mediante una inmunocitoquímica doble 
con anticuerpos específicos para estas proteínas. Para detectar los factores FoxO utilizamos 
el anticuerpo que reconoce a los miembros FOXO1, FOXO3 y FOXO4 de la familia FoxO. Los 
resultados se muestran en la Fig. 41. Como puede observarse, en los cultivos adipogénicos 
de tres días β-catenina se localiza principalmente en las membranas en las uniones célula-




más β-catenina en las membranas de las células tratadas con 5-HT. En los cultivos inducidos 
durante una semana, sin embargo, el contacto célula-célula disminuye notablemente, como 
es característico del programa de diferenciación adipocítica, y puede apreciarse un cambio en 
la localización de β-catenina desde las membranas al citoplasma. Aquí el estímulo 
serotonérgico parece disminuir esta acumulación citoplasmática de β-catenina, pues en los 
cultivos con 5-HT, o con 5-HT y E2, observamos una señal de β-catenina más homogénea, 
sin apreciarse acumulación en el cuerpo celular. A las tres semanas de inducción, β-catenina 
ya no se detecta en las membranas y su acumulación en el citoplasma se hace más evidente. 
Nuevamente, en los cultivos con 5-HT la concentración de β-catenina parece verse 
disminuida. En el caso de los factores FoxO, observamos que su localización es 
citoplasmática a lo largo de todo el programa adipogénico. El suplemento de AIM con 5-HT, 
sin embargo, conduce a una acumulación nuclear de FoxO que es evidente desde el día 3 
hasta las tres semanas de diferenciación adipogénica. Además, igual que para β-catenina, 
esta acción serotonérgica no se ve modificada por la presencia de E2 en el cultivo.  
 
Por tanto, estos resultados indican que durante el programa adipogénico de las 
hMSCs β-catenina pasa de localizarse fundamentalmente en la membrana plasmática, 
formando parte de las uniones adherentes en el cultivo confluente de hMSCs, a acumularse 
en el citoplasma cuando las células se separan y prosigue la diferenciación adipocítica. En 
ningún momento del programa adipogénico observamos una acumulación nuclear evidente 
de β-catenina para regular la transcripción β-catenina/FoxO que distintos trabajos han 
sugerido. Además, la acción de la 5-HT parece promover estas situaciones en las que β-
catenina es transcripcionalmente inactiva. Los resultados sugieren una participación de los 
factores FoxO en la acción serotonérgica en estos cultivos, pues el estímulo con 5-HT 
condiciona su acumulación nuclear durante todo el programa adipogénico. Sin embargo, en 
los cultivos diferenciados con medio adipogénico estándar (AIM) los FoxO ocupan una 
situación fundamentalmente citoplasmática, lo que es compatible con una situación en la que 
estos factores no ejercen su función transcripcional. La acción de E2 en hMSCs en proceso 
de adipogénesis, sin embargo, no parece afectar a la distribución ni de β-catenina ni de los 










Fig. 41. β-catenina y FoxO durante la adipogénesis de hMSCs en respuesta a 5-HT y E2. Inmunocitoquímica 
para factores FoxO (A)  y β-catenina (B) en hMSCs en proceso de diferenciación adipocítica. Las células se 
mantuvieron en AIM suplementado o no (control) con 5-HT μM, E2 40 nM, o una combinación de ambas 
durante 3 días, 1 semana y 2 semanas. Las imágenes son representativas de tres experimentos 





2.6 La 5-HT modula GR y c-Fos en hMSCs bajo inducción adipogénica 
 
Como ya comentamos, los glucocorticoides actúan sobre las MSCs estimulando su 
diferenciación hacia distintos linajes dependiendo de su concentración (Pittenger et al., 1999). 
En resultados anteriores observamos que el estímulo de hMSCs con 5-HT lleva a la 
activación y translocación nuclear de c-Fos, que podría interactuar con GR en el núcleo de las 







Fig. 42. La 5-HT induce la acumulación nuclear de GR y de c-Fos en hMSCs en proceso de diferenciación 
adipogénica. Inmunocitoquímicas dobles para GR y c-Fos (A) y GR y c-Jun (B) en hMSCs cultivadas durante 3 
semanas en AIM suplementado o no (control) con 5-HT μM, E2 40 nM, o una combinación de ambas hormonas. 
Los núcleos aparecen marcados con DAPI y las imágenes son representativas de tres experimentos 





Estudiamos la localización subcelular de GR y c-Fos en hMSCs en proceso de 
diferenciación adipogénica con y sin suplemento de 5-HT. Cultivamos las hMSCs en AIM 
durante tres semanas en presencia o no de 5-HT 50 μM y posteriormente realizamos una 
inmunocitoquímica doble contra GR y c-Fos. Nuevamente, analizamos el estímulo 
serotonérgico en presencia de estrógenos (E2 40nM). Como se muestra en la Fig. 42, las 
células diferenciadas durante tres semanas en medio estándar de diferenciación (AIM) 
presentan una localización predominantemente citoplásmatica de GR; sólo detectamos GR en 
el núcleo de menos del 20% de las células de estos cultivos. En el caso de c-Fos, su 
localización es exclusivamente citoplasmática, no encontrándose ningún núcleo positivo para 
esta proteína en los cultivos con AIM. Sin embargo, el suplemento del medio adipogénico con 
5-HT conduce a un incremento evidente de la translocación nuclear no solo de c-Fos, sino 
también de GR. Así, en estos cultivos suplementados con 5-HT cuantificamos que 
aproximadamente un 60% de las células presentan una acumulación nuclear de GR y en 
torno a un 70% de c-Fos. Estos resultados sugieren que GR no está activado para su función 
transcripcional en hMSCs inducidas con medio adipogénico durante tres semanas, pues no 
se detecta proteína GR en el núcleo de estas células. Por otra parte, el análisis 
inmunocitoquímico para c-Jun en estos mismos cultivos muestra una localización 
predominantemente nuclear de la proteína, tanto en ausencia como en presencia de estímulo 
serotonérgico. Estos resultados sugieren una implicación de la señalización mediada por 
glucocorticoides en la acción de la 5-HT durante la diferenciación adipocítica de las hMSCs. 
Por tanto, sería interesante estudiar esta posible interacción entre las acciones de serotonina 
y glucocorticoides, dos hormonas implicadas en la regulación de la masa ósea, en los 
procesos de diferenciación de las MSCs medulares. 
 
 
2.7 Proteínas STATs durante la adipogénesis de hMSCs 
 
La vía de señalización JAK/STAT cumple un papel fundamental en el metabolismo y 
el desarrollo del hueso (Li J., 2013). Por otra parte, se ha sugerido que la señalización de 5-
HT puede activar la vía JAK/STAT a través de la generación de ROS por activación de 
NAD(P)H oxidasa en otros tipos celulares (Banes AKL., 2004). Esto nos llevó a estudiar la 
situación de las proteínas STAT en la diferenciación adipocítica de las hMSCs y su posible 
respuesta al estímulo serotonérgico. Para ello, mantuvimos cultivos de hMSCs en medio 
adipogénico AIM suplementado o no con 5-HT 50 μM durante cuatro semanas. Igualmente se 
incluyeron cultivos suplementados con E2 40 nM o con ambas hormonas conjuntamente y se 









Fig. 43. La 5-HT induce la acumulación nuclear de STAT1 en hMSCs en proceso de diferenciación adipogénica. (A) 
Inmunocitoquímicas para STAT1, STAT3 y STAT5 en hMSCs cultivadas durante 3 semanas en AIM suplementado 
o no (control) con 5-HT μM, E2 40 nM, o una combinación de ambas hormonas. Los núcleos aparecen marcados 
con DAPI y las imágenes son representativas de tres experimentos independientes. Barra de escala 50 μm. (B) 
Western-blot para c-Fos de extractos nucleares de hMSCs estimuladas con 5-HT μM durante los tiempos indicados, 






3.  La síntesis de serotonina en hMSCs regula negativamente su 
diferenciación osteoblástica 
 
En la introducción exponíamos como los trabajos de la última década han establecido 
la existencia de un control serotonérgico de la masa ósea. Se ha demostrado como la 5-HT, 
dependiendo del sitio de síntesis, tiene efectos positivos o negativos sobre la formación ósea. 
Así, la 5-HT sintetizada en las células enterocromafines del intestino, vía torrente sanguíneo, 
disminuye directamente la proliferación de osteoblastos a través del receptor 5-HT1B. Por 
otra parte, la 5-HT sintetizada por las neuronas serotonérgicas en el rafe dorsal disminuye el 
tono simpático, lo que últimamente lleva a una mayor proliferación de osteoblastos y una 
menor diferenciación de osteoclastos, condicionando en suma una mayor formación ósea 








Habiendo detectado una mayor diferenciación adipocítica de hMSCs en respuesta a 5-HT, 
estudiamos la implicación de la 5-HT en la diferenciación osteoblástica de estas células. Para 
ello, primeramente comprobamos la correcta diferenciación de las hMSCs mediante cultivo en 
medio de inducción osteoblástico (OIM). Con este propósito, las células se mantuvieron en 
Fig. 44. Diferenciación osteoblástica de hMSCs. Actividad fosfatasa alcalina, detectada con NBT, durante la 
diferenciación osteoblástica de hMSCs inducida mediante cultivo en medio inductor de diferenciación osteoblástica 
(OIM). Se muestran imágenes representativas de estos cultivos en los tiempos indicados. Como control mostramos  




OIM durante cuatro semanas y la diferenciación osteoblástica se detectó visualizando la 
actividad fosfatasa alcalina (característica de osteoblastos) mediante NBT (ver Materiales y 
Métodos) en los tiempos indicados (Fig. 44). Mostramos imágenes representativas de estos 
cultivos, en las que se aprecia el incremento en la expresión de proteína fosfatasa alcalina 
según progresa la diferenciación osteoblástica.  
Una vez comprobado el potencial 
osteogénico de nuestros cultivos de 
hMSCs, analizamos si éste se veía 
alterado al suplementar el medio 
inductor con 5-HT. Para ello 
mantuvimos las células en OIM 
suplementado con concentraciones 
crecientes de 5-HT (0,1-100 μM) 
durante cuatro semanas y 
cuantificamos la actividad fosfatasa 
alcalina con pNPP tal y como se 
describe en Materiales y Métodos. 
Como se observa en la Fig. 45A, la 
adición de 5-HT al medio 
osteogénico no alteró la 
diferenciación de las hMSCs. Sin 
embargo, cuando realizamos este 
ensayo cultivando las células en OIM 
suplementado con concentraciones 
crecientes (0,1-100 μM) de PCPA (inhibidor de Tph), encontramos un incremento notable en 
la diferenciación de osteoblastos dependiente de la concentración de PCPA (Fig. 45B). Estos 
resultados indican un papel para la actividad de Tph-1 durante la diferenciación osteoblástica 
de hMSCs, y sugieren que esta síntesis endógena de 5-HT podría tener un efecto inhibitorio 







Fig. 45. Cuantificación de la actividad fosfatasa alcalina 
mediante pNPP en cultivos de hMSCs mantenidos durante 3 
semanas en OIM suplementado o no (control) con 
concentraciones crecientes de 5-HT (A) o PCPA (B). Se 














En los últimos años el conocimiento de la fisiología del esqueleto de los vertebrados 
ha experimentado una auténtica revolución. Con el descubrimiento de la función fundamental 
de la osteocalcina ósea sobre la producción y respuesta a insulina en el organismo (Karsenty 
and Ferron, 2012), el esqueleto se ha identificado como un órgano endocrino principal en la 
regulación de la homeostasis de la glucosa y el gasto energético de los vertebrados. Dada la 
alta prevalencia de enfermedades degenerativas como osteoporosis, obesidad y diabetes en 
la sociedad actual, la consideración del tejido óseo como regulador del metabolismo 
energético del organismo abre un campo hasta ahora desconocido para el estudio de nuevas 
alternativas terapéuticas. En este contexto, los medicamentos que actúan sobre el sistema de 
señalización de serotonina, como los SSRIs y los SGAs, han suscitado un especial interés 
(Rizzoli R., 2012). La complejidad la función de la serotonina como regulador de la fisiología 
ósea está empezando a ser explicada ahora que conocemos su papel determinante en la 
adquisición de masa ósea. Se ha descrito un nuevo eje endocrino consistente en tejido 
adiposo (leptina)-SNC (serotonina)-hueso (osteocalcina) fundamental en la regulación del 
metabolismo energético y en el que la síntesis de serotonina en el SNC juega un papel 
esencial como estimulador de la formación ósea (Karsenty G., 2010; Motyl KJ., 2012). Por 
otra parte, la serotonina circulante procedente del intestino delgado regula negativamente la 
adquisición de masa ósea actuando directamente sobre los osteoblastos (Yadav et al., 2008). 
La serotonina se desvela así como un regulador clave de la remodelación ósea actuando 
tanto indirecta como directamente sobre las células del tejido óseo. Ahora es necesario 
explorar en profundidad como actúa la serotonina sobre las distintas células del nicho de la 
médula ósea responsables del proceso de remodelación ósea, con el fin de conocer las 
implicaciones de la señalización serotonérgica en la fisiología del esqueleto y entender su 
papel en la integración del tejido óseo en el sistema endocrino del organismo. En el presente 
trabajo analizamos la acción de la serotonina en cultivos primarios de hMSCs, células 
precursoras de los osteoblastos y adipocitos que integran la médula ósea en el organismo 
adulto, con el fin de aportar datos que ayuden al mejor conocimiento del nicho óseo. 
 
Nuestros resultados indican que la serotonina puede actuar como un estimulador de la 
diferenciación adipocítica de las hMSCs medulares. Se ha demostrado que la serotonina es 
un factor necesario para la adipogénesis de las células murinas 3T3-L1, estimulando su 
diferenciación adipocítica a través de la activación de los receptores 5-HT2A y 5-HT2C 
(Kinoshita et al.). En concordancia, nuestros resultados indican que el estímulo serotonérgico 
de la adipogénesis en hMSCs es mediado fundamentalmente por la acción del receptor 5-
HT2A. Además, el receptor 5-HT2B puede a su vez regular negativamente la acción 





ha identificado al receptor 5-HT2B como uno de los principales genes implicados en la 
diferenciación de adipocitos humanos, habiéndose demostrado además que la disminución de 
la actividad de 5-HT2B incrementa la diferenciación de estos preadipocitos (Jörn Söhle, 
2012). Nuestros datos muestran también que tanto las hMSCs como los adipocitos derivados 
de éstas expresan el receptor 5-HT1B y el transportador específico 5-HTT. Mientras que la 
actividad de 5-HT1B no parece intervenir en la respuesta proadipogénica de las hMSCs a 
serotonina, nuestros resultados indican que la inhibición del 5-HTT limita esta respuesta. 
 
 Nuestros análisis indican que tanto las hMSCs como los adipocitos derivados 
expresan el enzima Tph-1 para la síntesis de serotonina. Ya se ha sugerido que la serotonina 
sintetizada localmente por las células de la médula ósea puede ser un componente integral 
del nicho medular, pues estimula tanto in vitro como in vivo la diferenciación osteoclástica de 
los monocitos/macrófagos medulares vía un eje autocrino/paracrino (Chabbi-Achengli Y., 
2012). También se ha descrito la expresión de Tph-1 en osteoblastos murinos (Gustafsson 
BI., 2006), aunque aún no se ha descrito si estas células sintetizan serotonina. Nuestros 
resultados sugieren que las MSCs/preosteoblastos sintetizan serotonina durante su 
diferenciación osteoblástica y que esta síntesis regula el proceso de diferenciación, pues la 
inhibición específica de la actividad Tph conduce a un incremento significativo en la 
osteoblastogénesis. Por el contrario, la diferenciación adipocítica de las hMSCs, que se 
incrementa en respuesta al aporte exógeno de serotonina, no se ve alterada al inhibir la 
actividad de Tph. Esto indica que la síntesis de serotonina en las MSCs/preadipocitos no es 
un evento crítico en su diferenciación adipocítica. Puesto que estos adipocitos pueden 
modular el microambiente medular con la secreción de factores paracrinos y garantizando el 
aporte energético necesario para el proceso de remodelación ósea (Ducy; Gimble et al., 
2006), la serotonina podría estar regulando de esta manera la homeostasia energética en la 
médula ósea adulta, lo que encaja con el papel de la serotonina como regulador esencial del 
metabolismo energético del organismo. 
 
 
Señalización serotonérgica en hMSCs. Envejecimiento 
 
La disminución de masa ósea durante el envejecimiento se caracteriza por una 
pérdida de las trabéculas óseas, con el consiguiente aumento en la porosidad del tejido 
acompañado de un incremento en el espacio medular de los huesos largos. Así, de una 
manera progresiva se modifica la matriz extracelular y sus propiedades físico-químicas dando 





adipocitos. De hecho, se ha demostrado que la célula MSC adquiere su determinación celular 
osteo/adipogénica en cultivos 3D en respuesta a cambios en la rigidez/elasticidad de la matriz 
extracelular (Khetan S., 2013). Estos resultados indican el inmenso desconocimiento de los 
procesos de formación y mantenimieto del esqueleto. 
 
Nuestros resultados muestran una implicación de la señalización ROS tanto en la 
acción proadipogénica de la serotonina como en la inducción de adipogénesis con el cóctel 
de inductores habitual. El estrés oxidativo juega un importante papel en las distintas 
alteraciones que caracterizan al envejecimiento del organismo, entre ellas la pérdida ósea y el 
aumento en la adipogénesis medular (Almeida M., 2013). Se ha demostrado que en las 
MSCs, la señal ROS producto de la actividad NAD(P)H oxidasa estimula su diferenciación a 
adipocitos (Kanda Y., 2011; Lee et al., 2009). Nuestros resultados muestran que en las 
hMSCs la serotonina induce la activación de la quinasa ERK1/2 a través de su receptor 5-
HT2A de una manera dependiente tanto de la señalización ROS como de la actividad 
NAD(P)H oxidasa. En concordancia, la activación de la proteína c-Fos en respuesta a 
serotonina, previa fosforilación de ERK1/2, es mediada a través del receptor 5-HT2A y la 
activación de NADP(P)H oxidasa. Por tanto, nuestros resultados sugieren un mecanismo de 
señalización para el receptor 5-HT2A en hMSCs que implica la activación de la ruta 
NAPD(P)H oxidasa → ROS → ERK1/2. Puesto que los datos indican que la acción 
proadipogénica de la serotonina es mediada por el receptor 5-HT2A, así como que esta 
acción implica la generación de ROS y la activación de la proteína c-Fos, este mecanismo de 
señalización debe estar implicado en el efecto proadipogénico de la serotonina en los cultivos 
de hMSCs. 
 
Junto con las ROS, los factores de transcripción FoxO son reguladores fundamentales 
de la homeostasis esquelética y están directamente implicados en el envejecimiento del tejido 
óseo (Manolagas SC., 2010; Kousteni S., 2011; Almeida M., 2012). Nuestros datos muestran 
una activación de ROS y FoxO durante la adipogénesis de hMSCs, así como que la 
señalización serotonérgica estimula tanto la producción de ROS como la activación de 
factores FoxO en estas células, tanto en condiciones de crecimiento como durante su 
programa de diferenciación adipocítica. Precisamente, se ha demostrado in vivo que la 
disminución en la proliferación de osteoblastos en respuesta a altos niveles de serotonina 
circulante depende de la activación de FoxO1 por 5-HT en estas células (Kode A., 2012). Por 
tanto, la señalización FoxO podría estar implicada en distintas acciones de la serotonina en el 
nicho medular. Dada la importancia de ROS y FoxO en el cambio en el ratio 





que dirigen la señalización ROS/FoxO en estas células y sus precursores resulta fundamental 
para el estudio del desarrollo de osteoporosis relacionado con la edad. Se ha sugerido que, 
como hacen en otros tejidos, los factores FoxO pueden actuar en la médula ósea 
preservando la integridad y la homeostasis del pool de MSCs. En este contexto, nuestros 
datos muestran que la serotonina incrementa la supervivencia celular en los cultivos 
adipogénicos de hMSCs de una manera dependiente de su concentración. Esta acción de la 
serotonina ya ha sido descrita en cultivos de cardiomiocitos, donde previene la apoptosis a 
través de la activación de su receptor 5-HT2B (Nebigil CG., 2003). La inhibición específica de 
este receptor in vivo disminuye notablemente la apoptosis de los cardiomiocitos (Bai CF., 
2010). En concordancia con estos datos, nuestros resultados muestran que la inhibición del 
receptor 5-HT2B conduce a un incremento significativo en la viabilidad celular de los cultivos 
de hMSCs inducidos con medio adipogénico a largo plazo. Aunque es necesario un análisis 
en profundidad, los datos sugieren que la acción de la serotonina sobre los factores FoxO 
durante la diferenciación adipogénica podría estar implicada en el incremento en la viabilidad 
celular observado.  
 
Distintos trabajos indican que los efectos negativos en el esqueleto del estrés 
oxidativo asociado a la edad pueden deberse a una disminución en la transcripción mediada 
por β-catenina/TCF consecuencia precisamente de la activación de factores FoxO por ROS 
(Manolagas SC., 2007; Galli C., 2011; Almeida M., 2011). Aunque sólo contamos con 
experimentos de inmunocitoquímica nuestros resultados indican que la serotonina, además 
de activar la señalización ROS/FoxO, puede alterar la función de β-catenina durante la 
adipogénesis de hMSCs, promoviendo su localización en las uniones intercelulares en las 
primeras etapas y disminuyendo su concentración citoplasmática en las fases más tardías. 
Por tanto, aún siendo preliminares, nuestros datos concuerdan con los trabajos que muestran 
una disminuida acción transcripcional de β-catenina durante la diferenciación adipocítica de 
MSCs en la médula ósea (Ross SE., 2000; Bennett CN., 2002; Kennell JA., 2005; Sang YZ., 
2007; Sen B., 2008; Naito M., 2012; Song L., 2012; Georgiou KR., 2012; Cawthorn WP., 
2012) e indican que la 5-HT puede alterar los niveles de β-catenina citoplasmática en estas 
células.  
 
Implicación del estradiol en la señalización serotonérgica en hMSCs 
 
La disminución en la masa ósea que caracteriza a la bajada en los niveles de estradiol 
circulantes tras la menopausia, igual que la asociada al envejecimiento, se acompaña de un 





médula ósea (Gambacciani 1997; Justesen 2001). Sin embargo, nuestros resultados 
muestran un claro efecto proadipogénico del estradiol cuando es utilizado como suplemento 
del medio de inducción adipogénica en los cultivos de hMSCs. Esto concuerda con otro 
trabajo que muestra un incremento en la diferenciación adipocítica de las hMSCs en 
respuesta a estradiol (Hong L., 2006), aunque también se ha indicado que el E2 puede 
reprimir la adipogénesis en estas células (Heim M., 2004). Estas discrepancias sobre el papel 
de los estrógenos en la diferenciación de hMSCs podrían estar relacionadas con las 
diferencias en los cócteles de inducción adipogénica utilizados en cada caso. Esto pone de 
manifiesto la importancia de encontrar la modulación óptima de factores empleados para 
estimular el desarrollo del tejido in vitro a la hora de garantizar la eficacia de la utilización de 
cultivos de MSCs en terapia celular (Ohgushi H, 1999; Chen J, 2005; Mendes SC, 2004; 
Sikavitsas VI, 2003). En este contexto nuestros datos muestran que, mientras que tanto la 5-
HT como el E2 estimulan significativamente la adipogénesis en los cultivos de hMSCs, la 
acción combinada de ambas hormonas conduce a valores de diferenciación adipogénica 
próximos al control. Por tanto, la presencia o no de E2 en el cóctel de inducción adipogénica 
condiciona la respuesta de las hMSCs al estímulo serotonérgico, y viceversa. Además, 
nuestros resultados indican también una relación entre las señalizaciones de 5-HT y E2 que 
dirige la acción de ambas hormonas sobre la proliferación de las hMSCs. Mientras que la 
acción individual de la serotonina y el estradiol no altera de manera significativa la 
proliferación de las hMSCs, el estímulo combinado con ambas hormonas incrementa 
notablemente la proliferación celular en el cultivo. Analizamos qué mecanismos de 
señalización activados por la 5-HT en hMSCs se ven alterados en células cultivadas en 
presencia de estrógenos. Se ha descrito que la señalización de estrógenos puede dirigir 
acciones opuestas al estrés oxidativo en las MSCs, promoviendo la transcripción mediada por 
β-catenina/TCF, disminuyendo la transcripción β-catenina/FoxO e inhibiendo la diferenciación 
adipocítica. De hecho, se ha sugerido que el incremento en ROS asociado al envejecimiento 
media los efectos esqueléticos de los bajos niveles de estrógenos tras la menopausia. Sin 
embargo, nuestros estudios inmunocitoquímicos de β-catenina no muestran una activación de 
la proteína en respuesta a estradiol en los cultivos adipogénicos de hMSCs. Además, 
nuestros resultados muestran que la presencia de estrógenos no altera la activación de 
factores FoxO por 5-HT durante la adipogénesis de hMSCs. En concordancia, el incremento 
en la viabilidad celular de estos cultivos en respuesta a serotonina no se modifica por la 
acción del estradiol. Por lo tanto, los resultados aquí presentados indican que las acciones de 






Algunos estudios in vivo sugieren una implicación de los estrógenos en los efectos 
perjudiciales del uso de SSRIs en el esqueleto (Battaglino R., 2004; Warden SJ., 2008). Por 
otra parte, se ha demostrado que la inhibición de la síntesis duodenal de serotonina protege 
frente a la disminución en la masa ósea provocada por la ausencia de estrógenos (Yadav 
VK., 2008). Por tanto, estos trabajos sugieren una interdependencia entre los niveles de 
estrógenos y serotonina que media las acciones de estas hormonas en la masa ósea. A estos 
datos nuestro trabajo añade la observación de esta relación en los cambios en proliferación y 
adipogénesis de las hMSCs en respuesta a la acción de estas hormonas, aunque no hemos 
logrado determinar los mecanismos responsables.  
 
Nuestro trabajo sugiere que la serotonina puede actuar como un estimulador de la 
diferenciación adipocítica de las hMSCs en la médula ósea adulta y que los niveles de 
estrógenos deben cumplir un papel determinante en esta función serotonérgica. Teniendo en 
cuenta que, además de regular la adipogénesis extramedular, la serotonina periférica ejerce 
un importante control sobre la homeostasis energética regulando la actividad de osteoblastos 
y osteoclastos, no parece extraño que la serotonina ejerza también un control sobre los 
adipocitos medulares y sus células precursoras. Así, la serotonina circulante, además de 
promover indirectamente la captación de glucosa disminuyendo los niveles de leptina, podría 
actuar directamente sobre las MSCs de la médula ósea promoviendo su diferenciación en 
adipocitos. De este modo la acción de la serotonina garantizaría el almacén energético en la 
médula, a la vez que disminuiría el gasto energético de la remodelación ósea al inhibir la 
proliferación de los osteoblastos. Por tanto, y teniendo en cuenta que sólo contamos con 
datos de experimentos in vitro, nuestros resultados encajan con los trabajos que en estos 
últimos años han revelado el papel fundamental que cumple la serotonina en la regulación 
















1. Las hMSCs y los adipocitos derivados en cultivo expresan el enzima Tph-1 para la 
síntesis de serotonina, el transportador específico 5-HTT y los receptores serotonérgicos 
5-HT1B, 5-HT2A y 5-HT2B. 
 
2. El estímulo con serotonina induce la fosforilación de la quinasa ERK1/2 y la activación del 
factor de transcripción c-Fos a través de sus receptores 5-HT2A y 5-HT2B en las hMSCs. 
La activación de la señalización ERK1/2/c-Fos en respuesta a serotonina depende de la 
producción de ROS vía actividad NAD(P)H oxidasa. Esto sugiere un mecanismo de 
señalización para la 5-HT en las hMSCs consistente en 5-HT → 5-HT2A/B → NAD(P)H 
oxidasa → ROS → ERK1/2 → c-Fos. 
 
3. La serotonina estimula la adipogénesis en hMSCs a través de su receptor 5-HT2A, y esta 
acción es negativamente regulada por la actividad del receptor 5-HT2B. La actividad Tph-
1 en hMSCs regula negativamente su diferenciación osteoblástica. 
 
4. La serotonina estimula la producción de ROS y la activación de los factores de 
transcripción FoxO en las hMSCs durante su programa de diferenciación adipogénica. La 
serotonina incrementa la viabilidad celular en los cultivos adipogénicos de hMSCs 
inducidos a largo plazo. La inhibición específica de la actividad 5-HT2B incrementa la 
viabilidad celular de estos cultivos.   
 
5. Existe una interdependencia entre las acciones de la serotonina y el estradiol en los 
cultivos de hMSCs. La acción sinérgica de la serotonina y el estradiol estimula la 
proliferación de las hMSCs, mientras que regula negativamente la respuesta 
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